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The focus of this thesis was on the analysis of peptides, paying particular 
attention to the physicochemical properties of the peptide which have the largest 
impact on the measured MALDI TOFMS signal. In the first project, typical 
MALDI samples containing matrix and analyte are investigated using 
electrospray ionization (ESI)‐MS. The goal was to ascertain the role that the non‐
volatile acidic matrix compound such as α‐cyano‐4‐hydroxycinammic acid 
(CHCA) has on the observed charge states of peptides at increasing matrix‐to‐
analyte ratios.  In the second project, several methods of MALDI sample 
preparation are studied by MALDI Imaging to evaluate analyte homogeneity 
and signal reproducibility within a sample, as well as overall spectral quality.   
The third project involves a series of experiments designed to gain a better 
understanding of the effect of peptide structure on the MALDI TOFMS signal 
response. It is generally understood that increases in the hydrophobicity of the 
peptide leads to a decrease in the MALDI signal, while an increase in the number 
xxvii 
 
of basic groups present (lysine, arginine, histidine and the amine terminus) leads 
to large increases in the observed MALDI signal. This work goes a step further 
by investigating how the proximity of and exact location of multiple basic sites in 
the peptide chain affects the MALDI signal. The initial hypothesis was that 
increased separation of the basic sites would lead to the observation of higher 
signal by increasing the sphere of capture for protons in the desorbing MALDI 
plume. Rudimentary molecular modeling is used to rationalize the results 
obtained.  
The final project investigates the effect of the acid/base properties of both 
the peptide and matrix on the number of positive versus negative ions observed 
in the MALDI spectrum. This work explores the two‐step model of ionization in 
MALDI described by Knockenmuss (Int. J. Mass Spectrom., 2008, 273, 84‐86). In 
both cases electrospray deposition (rather than the conventional dried droplet 
method) is used to produce highly homogeneous MALDI samples that yield 
highly reproducible analyte ion signal. These results are important to those 
seeking to understand the observed sequence coverage obtained in peptide mass 
mapping or ladder sequencing type experiments. 
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Chapter 1:  Introduction and Overview 
 
Introduction 
 
The Discovery of the Matrix Assisted Effect in Laser Desorption Ionization 
 
During the time period between 1985‐1988 publications from two separate 
groups almost simultaneously described a variation of laser desorption 
ionization (LDI) [1] in which a light‐adsorbing molecule (Karas and Hillenkamp 
[2, 3]) or an ultra‐fine metal powder (UFP) in glycerol (Tanaka [4]) is added into 
the sample to permit the analysis of large, thermally labile biomolecules. A 
characteristic of the sample spectra collected using such a “matrix” is the 
observation of a predominant singly charged molecular ion (M + H)+ with 
minimal dissociation.  Without a matrix to absorb the laser radiation, LDI leads 
to the degradation of larger molecules.  When small organic molecules absorb at 
the laser wavelength (resonance ionization), LDI directly desorbs the sample and 
is able to produce molecular ions of the analyte with little or no dissociation.  
In general, the matrix assisted effect is observed when one molecule 
greatly improves the ionization efficiency (as compared to direct LDI) of another 
molecule in the sample [5] by acting as the primary chromophore.  The matrix 
molecule is usually placed in the sample in excess of 100 to 10,000 times the 
analyte molar concentration.   
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Karas and Hillenkamp observed the matrix assisted effect when analyzing 
a mixture of the two amino acids alanine and tryptophan [6].  They were 
surprised to observe a strong signal for alanine when the laser irradiance was 
only 10% of the value previously required to observe alanine alone.  Their LDI 
studies had determined that tryptophan had the lowest threshold irradiance of 
all of the amino acids studied. In the sample mixture of the two amino acids, 
tryptophan had the effect of greatly increasing the ionization efficiency of the 
non‐absorbing alanine.  Both tryptophan and nicotinic acid successfully 
exhibited the matrix assisted effect in their work and are considered the first 
matrix‐assisted laser desorption ionization (MALDI) matrix compounds [5]. 
Around the same time, Tanaka was able to obtain spectra of high mass 
species using an ultra‐fine metal powder to absorb the laser radiation.  He 
described the ultra‐fine 300 angstrom cobalt particles as photo‐absorbing, low 
heat capacity materials that produce rapid heating of the sample and thus 
enhanced volatility of the analyte.  When he added the UFP in glycerol as part of 
the sample preparation, Tanaka observed a peak at 100,872 Da, which 
corresponds to a cluster of seven lysozyme (14,306 Da) molecules.  Without the 
UFP in the sample preparation, Tanaka was unable to detect these species [4].  
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These early studies were the first experiments of the now tremendously 
successful and popular technique called MALDI.  Interestingly, electrospray 
ionization (ESI) [7] and MALDI were developed at approximately the same time 
in the mid to late 1980’s.  These two MS ionization methods had such an impact 
on multiple disciplines in science that the 2002 Nobel Prize was awarded jointly 
to John Fenn for his work on ESI [7] and Koichi Tanaka for his contributions to 
MALDI.   
 
Development of MALDI and ESI Lead to the Evolution of Mass Spectrometry in the 
Analysis of Biomolecules 
 
Before MALDI and ESI, fast atom bombardment (FAB) and 252Cf plasma 
desorption mass spectrometry (PDMS) were the primary methods used to obtain 
mass spectra of peptides and proteins.  Though as Watanabe described [8], it 
would take ”heroic efforts to produce ions greater than 20 kDa.”  Figure 1.1 
shows the jump in performance that was obtained when MALDI and ESI were 
introduced.  These new techniques had much better limits of detection than the 
prior methods (sub femtomole vs. nanomole) and greatly increased the mass of 
detectable proteins and synthetic polymers.  These advances allowed mass 
spectrometry to address an entire new set of biological problems.    
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Figure 1‐1:  The evolution of mass spectrometer ionization sources from Ref. [8] 
 
 
 
Today, MALDI and ESI are the two most popular ionization methods in 
use for mass spectrometry.  Both MALDI and ESI are soft ionization methods 
that result in minimal analyte fragmentation under standard conditions.   
 
The MALDI Process 
 
The MALDI process is divided into four basic steps by Owens [9]; these 
steps include sample preparation, analyte desorption, analyte ionization and 
mass analysis.  He states that many MALDI researchers believe that sample 
preparation is 80 – 90% of the success of the MALDI experiment.  Sample 
preparation is a method development process that involves many decisions, such 
5 
 
as choosing the appropriate matrix, solvent, and method of sample deposition.  
More detailed experimental parameters that must be considered in the sample 
preparation process are the matrix‐to‐analyte ratio, the concentrations of each 
component, the use of underlayers and/or additives and whether the sample 
should be zip tipped (C18 cleanup).  For those analytes that require a 
cationization reagent (e.g., NaTFA), another choice must be made.   
One of the MALDI sample deposition methods used throughout this 
thesis is electrospray deposition (ESD).  This technique is compared to other 
sample preparation methods such as the dried droplet [3, 6] and the fast 
evaporation method [10].   
 
Mass Spectrometer Ionization Sources 
 
Any mass spectrometer can be divided into four major components, 
starting from where the sample is introduced: the ion source, the mass analyzer, 
the detector and the instrument control/data processing computer.  MALDI is an 
ionization method that can be either a permanent part of the instrument, as in a 
vacuum axial MALDI as shown in Figure 1.2a, or it can be a removable 
component that mounts onto the outside of the spectrometer as with the 
atmospheric pressure (AP) MALDI source shown in Figure 1.2b [11].  
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Figure 1‐2:  The instrument designs for (A) vacuum MALDI and (B) AP MALDI. 
Reproduced from reference [11]. 
 
 
 
The role of the ionization source is to introduce the sample into the mass 
spectrometer by converting it from a solid or liquid form to the gas phase and 
most importantly, to convert the molecular analyte into an ion.  In MALDI, a 
solid sample is desorbed from a target plate into the gas phase, while in ESI an 
analyte solution is converted to the gas phase.  Since MALDI starts with a solid 
sample versus a solution in ESI‐MS, more energy is generally needed to desorb 
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the sample and convert it to the gas phase, yet due to the protective role of the 
matrix, the analyte remains intact.  
 
Analyte Desorption – The Phase Transition from Solid to Gas 
 
There have been extensive studies of the complex transition from the solid 
to the gas phase in the MALDI process. Dreisewerd investigated the optical and 
mechanical phenomena in addition to the thermodynamic and physicochemical 
processes of this phase transition [12].  He points out that the pathway of the 
phase transition is largely dependent on the laser and material properties.   
One of the roles of the matrix is to absorb the laser radiation; some of this 
energy is converted to heat and causes disintegration of the solid sample. A 
second role of the matrix is to serve as an energy buffer.  The absorption of laser 
energy generally leads to the production of electronically excited (S1) forms of 
the matrix [13, 14].  According to Knochenmuss [14], some of this stored energy 
is released back to the solid as a heat pulse.  The material expands from a solid to 
a dilute gas within a few microseconds; during this expansion the energy density 
in the MALDI plume drops significantly.  MALDI plume temperatures of 600 K 
and velocities from 500 – 1000 m/s have been reported [15]. 
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Ionization in MALDI 
 
There are two main models proposed to explain the ionization mechanism 
in UV MALDI: the cluster model and the photoionization–energy pooling model.  
The cluster model was proposed by the Karas group and is also known as the 
‘lucky survivor” model in reference to the idea that the observed singly charged 
ions are the lucky survivors of numerous neutralization reactions occurring in 
the MALDI plume [16].  The main concept of this model is that of preformed ions 
in the solid matrix.  A recent paper from the Karas group [17] states that the 
analyte molecules are incorporated within the matrix crystals with the charge 
states ‘preserved’ from solution.  Therefore, peptides that are protonated in 
solution would be incorporated as protonated species in the matrix crystal along 
with their counterions.  The analyte is ablated as a cluster of precharged analytes 
and counterions, so the analyte at this point is without a net charge.  As the 
cluster dissociates there is charge neutralization and these analytes go 
undetected.  This model proposes that some clusters are ablated with a net 
charge upon disruption of the solid as the charged analyte is separated from its 
counterion.  If there are no counterions in the cluster to neutralize the charged 
analyte, this analyte molecule is one of the lucky survivors that is detected. 
The second model developed by Knochenmuss is the two step energy 
pooling model.  This model predicts that the indirect photoionization of excited 
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matrix ions (known as primary ionization) is followed by gas phase proton 
transfer between protonated (or deprotonated) matrix and neutral analyte 
(secondary ionization) [13, 18].  Ionization of the matrix occurs via energy 
pooling; the pooling of two first excited singlet state (S1) matrix molecules forms 
a higher excited state (Sn) matrix molecule, which then can further pool its 
energy with another S1 molecule to create the ion.  Primary ionization is very 
fast; Knochenmuss’ model predicts that primary matrix ions are formed within 
2ns after the onset of the laser pulse.   
Secondary ionization is a temporally longer process and occurs as the 
MALDI plume expands. The process involves the reaction of the matrix ions with 
neutral analyte to produce protonated and deprotonated analyte.  Since the 
matrix is in excess, there is a high probability that collisions will occur between 
the analyte and matrix ions, leading to analyte ionization.   
 
The Time‐of‐Flight (TOF) Mass Analyzer  
 
In a TOF analyzer ions that are formed in the source region are accelerated 
to a constant kinetic energy by the voltage applied to the source plates.  Once 
outside the source, ions drift in a field free drift tube with constant velocities that 
are inversely proportional to the square root of their masses as shown in 
Equation 1.1.  Here the flight time t is related to D, the distance between the 
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sample plate and the detector, m is the mass of a single ion, e is the charge of the 
ion and V is the voltage difference between the source plate and the accelerating 
lens. Note that this equation describes only the time spent in the drift region of 
the TOF and does not account for the short time in the source.  The different 
velocities of ions in the field free flight tube leads to a separation by mass‐to‐
charge ratio (m/z).   
 
1
2
2
mt
eV
⎛ ⎞= ⎜ ⎟⎝ ⎠ D  (1-1) 
 
The TOF analyzer (Figure 1‐2A) is the most common analyzer coupled 
with MALDI for several reasons. Firstly, MALDI is a pulsed ionization technique 
owing to the fact the ions are produced only during the laser pulse duration of 3 
– 7 ns.  When the laser is fired, it triggers a digital oscilloscope that is sampling at 
a rate of 2 Gigasamples/sec (0.5 ns/ channel). The time it takes for the ions to 
travel to the detector (usually a microchannel plate detector) is the measured 
TOF.  The pulsed operation of a MALDI source matches well with the pulsed 
operation of the TOF and is different from those ionization methods such as ESI 
which provide a continuous beam of ions to the mass analyzer.  Secondly, the 
TOF is a ‘mutichannel’ spectrometer in the sense that all ions can be recorded in 
a single ionizing cycle from the laser pulse [19].   
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Electrospray Deposition (ESD) 
 
ESD has been used as a method for sample preparation in the Owens 
group since 1996 [20]; it produces a very thin and homogenous MALDI sample 
amenable for quantitative studies.  ESD uses the principle of electrospray to 
electrostatically spray the MALDI sample onto a grounded target plate.  A 
potential of 5 – 6 kV is applied to the ES needle while a 2 to 5 uL/min flow of 
methanol pushes the sample through the apparatus.  A typical ESD sample with 
a diameter of 25 mm is shown in Figure 1‐3. 
Hensel showed in a 1997 paper [21] that in comparison to dried droplet 
samples, that the improved analyte homogeneity results in better precision 
(observed as a lower percent coefficient of variation, % CV) both within a single 
sample spot and between sample spots.  The ESD process intervenes in the 
natural crystallization process that tends to segregate impurities (here the 
analyte) from the matrix crystal.  By employing electrospray, very small droplets 
of the sample solution are formed with rapid evaporation of the solvent leading 
to the production of nanometer sized amorphous particles with minimal 
segregation of analyte from the matrix. 
Detailed studies of the ESD process have been performed by several 
Owens group members [22, 23] in which various analytical techniques, such as 
atomic force microscopy (AFM) and scanning electron microscopy (SEM) were  
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Figure 1‐3:  A micrograph of a typical ESD MALDI sample of angiotensin II in 
CHCA. 
 
 
 
employed to characterize the ESD sample.  Erb investigated the ESD mechanism 
and modifications to the apparatus [24] while Holcomb studied other sample 
nebulizing methods such as the oscillating capillary nebulizer and the aerospray 
device [25].  A schematic of the homebuilt apparatus and the experimental 
parameters are discussed in the experimental section of Chapter 3.  
 
Organization of the Thesis 
 
Of the four basic steps of the MALDI process described earlier, the 
experiments described in this thesis have focused mainly on the sample 
preparation and ionization steps.  Owens has discussed how each of the MALDI 
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process steps are interdependent [9], therefore it is difficult to state that the other 
two steps, desorption and mass analysis, were not also studied.  
This thesis has four main research chapters.  Chapters 2 and 3 focus on 
different aspects of sample preparation, while chapters 4 and 5 focus on the 
ionization process.  A common theme throughout the thesis is the analysis of 
peptides and the close attention to the physicochemical properties of the peptide 
analytes which have the most noticeable effect on the MALDI spectrum.  The 
work in this thesis builds on previous work done by Hensel in the area of 
studying the relationship between peptide structure and properties to MALDI 
response [20].  The results presented here may help to build predictive models 
correlating peptide structure to MALDI signal, as well as to help researchers in 
the MALDI community regarding the selection of matrices and operating 
conditions to obtain the better MALDI spectra of their peptides.   
 
Chapter 2:  The Use of Electrospray Ionization Mass Spectrometry (ESI‐MS) in the 
Analysis of MALDI solutions 
 
Chapter 2 describes the analysis of typical MALDI samples using ESI‐MS 
rather than MALDI.  The peptides angiotensin I, II, III and renin substrate were 
mixed with the MALDI matrix compound, α‐cyano‐4‐hydroxycinnamic acid 
(CHCA), and analyzed by infusion into an ESI‐MS.  This project focused on the 
role the acidic matrix has on the observed peptide charge state at different 
14 
 
matrix‐to‐analyte ratios.  A second group of experiments in this chapter analyzed 
the same peptides but instead with formic acid added as a ‘surrogate’ matrix to 
simulate the role of an acidic MALDI matrix compound in solution.   
The peptides in this study were examined using the Advanced Chemistry 
Development (ACD) pKa calculator (ACD v.5.0.0.184) in order to obtain a 
theoretical distribution of charge states; these predicted charge states were then 
compared to the experimentally determined charged states measured by ESI‐MS.  
The competition between matrix and peptide for ionization by ESI was also 
investigated in this chapter.  Samples were prepared with increasing matrix‐to ‐
analyte ratios and the effects on peptide charge states and ion suppression effects 
were studied. 
The last section of chapter 2 focuses on the relationship between 
acceleration voltage in the ESI‐MS and the observed peptide charge state.  This 
instrument setting is known as Source Collision Induced Dissociation (CID).  
This feature is mostly used to fragment small molecules prior to the mass 
analyzer; however, with larger molecules it can have a focusing effect resulting 
in enhanced signal.  It was noticed there was a clear effect on the observed 
charge state of the studied peptide analytes. 
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Chapter 3:  Mass Spectral Imaging of MALDI Samples 
 
The work presented in chapter 3 focuses on the first step in the MALDI 
process, sample preparation.  Mass spectral imaging (MSI) is applied to the study 
of MALDI samples.  The peptides angiotensin II and bradykinin are prepared in 
CHCA matrix using three different sample preparation techniques: dried 
droplet, fast evaporation and ESD.  The two‐dimensional images obtained from 
the (M + H)+ of each peptide permitted visual comparisons of the analyte 
distribution with the samples.  A second area of study in this chapter is in the 
imaging of MALDI samples with various matrix‐to‐analyte ratios.  Plots of 
MALDI signal versus the matrix‐to‐analyte ratio were derived from the imaging 
data and compared to the same plots obtained using non imaging methods.   
A mixture containing nine peptides is studied using MALDI imaging of a 
dried droplet sample.  Of the nine peptides four gave strong signals; peptides 
with mass less than 1000 Da or greater than 2000 Da had weaker signals.  The 
MALDI imaging results for the four peptides in the range 1000 – 2000 Da are 
shown in this chapter. The imaging software allowed subtraction of the signal 
from each of bradykinin and angiotensin II analyzed as a two component 
mixture, which revealed subtle differences in the spatial distribution of the two 
analytes that was not readily apparent by visualizing the two (M + H)+  ion 
images. 
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Additional details were learned about the electrospray deposition process 
with regards to sample coverage density within the circular sample spot that 
could be compared with data from other group members using different 
approaches.   
 
Chapter 4:  A Study of Peptide Ion Yield in MALDI as a Function of Amino Acid 
Sequence 
 
In the work presented in chapter 4, nine custom decapeptides were 
synthesized with the goal of maintaining an equivalent hydrophobicity of all the 
peptides.  Each sequence had two lysine (K) residues; the position of these basic 
residues in the sequence was varied.  These studies investigate whether there is a 
proximity effect of chargeable groups on the MALDI response.  It was 
hypothesized that a ‘sphere of capture’ for a proton extends out from the basic 
amino group in the gas phase, and if two lysines are adjacent, this volume for 
electrostatic attraction might behave more like that of a single basic residue.   
LC/UV/MS was used to both assess the purity and confirm the MW of the 
purchased peptides.  The ultraviolet (UV) response of each peptide was expected 
to be equivalent at the monitoring wavelength of 205 nm, but prior work in the 
literature suggests that even at short wavelengths each amino acid has a unique 
UV extinction coefficient, particularly the aromatic residues, tryptophan, 
phenylalanine and tyrosine.  The ESI‐MS response data for the peptides was also 
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collected to compare to the MALDI data.  Atomic absorption studies were 
performed to determine the levels of alkali in the peptides and elemental analysis 
(i.e., CHN) data were obtained and analyzed to obtain peptide content values for 
each sample.  
Molecular modeling using ChemBio 3D Ultra V12.0 (Cambridgesoft, 
Cambridge, MA) proved valuable insight on the low energy conformations of the 
peptides, including the intramolecular hydrogen bonds that are formed in the 
gas phase.  Peptide conformations can change significantly with only slight 
changes to the order and amino acid composition of the peptides.  The 
information on intramolecular hydrogen bonds was most useful in 
understanding the observed MALDI data.  Since a large amount of work is done 
in laboratories with MALDI for peptide mass fingerprinting, an understanding 
of response differences that might be explained by certain peptide sequence 
patterns will be very useful.   
 
Chapter 5:  The Influence of the Acid‐Base Properties of Peptides and Matrices on the 
Positive‐to‐Negative Analyte Ion Ratios in MALDI   
 
The work discussed in chapter 5 is an example of how strict attention to 
sample preparation conditions and the improved reproducibility of ESD 
permitted more subtle details of the MALDI ionization mechanism and TOFMS 
instrument performance to be explored.  The positive‐to‐negative (P/N) project 
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was modeled on a prior study [26] in which a similar set of peptides and matrices 
were used to investigate the P/N and MALDI ionization mechanisms.  The 
results of this prior study had high variability partially due to the use of the 
dried droplet method of sample preparation.  The use of ESD greatly improved 
the signal reproducibility enabling comparison to predictions of the two step 
MALDI ionization model.   
 
Chapter 6:  Conclusions and Future Work   
 
Chapter 6 summarizes the main conclusions of the thesis and proposes 
ideas for future studies based on the research projects and results in this thesis.   
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Chapter 2:  The Use of Electrospray Ionization 
Mass Spectrometry (ESI‐MS) in the Analysis of 
MALDI Solutions 
 
Introduction 
 
MALDI and Electrospray Ionization (ESI) are the two most popular mass 
spectrometry ionization methods in use today.  While details of the mechanisms 
of ionization for the two methods are very different, there are also some 
similarities.  Both create gas phase ions. The main difference is that in ESI an 
analyte solution is converted to gas phase ions through a combination of an inert 
gas, heat and high voltage, while in ultraviolet (UV) MALDI a UV laser and UV 
absorbing matrix molecule are needed to desorb the solid sample and ionize the 
analyte.   
Although ESI was researched and published on in the 1960’s by Malcolm 
Dole [1], electrospray papers can be found in the literature as early as 1914 when 
John Zeleny from the University of Minnesota published a paper entitled 
Electrical Discharge from Liquid Points and a Hydrostatic Method of Measuring the 
Electric Intensity at Their Surface [2].  In a review by Kebarle, it was reported that 
Dole discovered the existence of electrospray by accident when visiting an 
automobile manufacturer using electrospray (ES) to paint automobiles [3, 4].  ES 
produced a fine spray of charged paint droplets that were attracted to the metal 
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surface of the car.  In the mid‐1980’s John Fenn worked on the earliest methods 
of coupling ESI as a source for mass spectrometry [5‐7] and added a nitrogen 
counter flow to assist desolvation.  Fenn’s work in this area earned him the 
Nobel Prize in Chemistry in 2002 [8].  
Electrospray is the most widely used interface to couple a high 
performance liquid chromatograph (HPLC) to a mass spectrometer [9].  ESI 
works by passing an analyte solution (such as the effluent from an HPLC) 
through a stainless steel capillary or other conductive tubing to which a 1‐5 kV 
potential is applied.  In positive ion mode a positive potential is applied to the ES 
needle.  Many variations of electrospray exist, such as nanospray.  Nanospray 
uses very low liquid flow rates, a narrow internal diameter (ID) spray capillary 
and typically does not use a nebulizing gas to assist desolvation.  The analyte is 
dissolved in a polar solution and an electric field is established between the ES 
needle and the MS orifice plate.  Kebarle approximates the electric field (Ec) at the 
capillary tip by the relationship shown in Equation 2‐1  
 
 2 /[ ln(4 / )]c c c cE V r d r=  (2-1) 
 
 
where Vc is the potential applied to the capillary, rc is the radius of the capillary 
and d is the distance from the capillary tip to the counter electrode (MS orifice 
plate).  As an example, with 2000 V applied to a capillary with a radius of 0.05 cm 
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placed a distance of 2 cm the orifice, the electric field is calculated to be 1.6E106 
V/m.   
  The electric field enters the liquid near the tip (as shown in Figure 2‐1) 
and is high enough to cause polarization of the solvent molecules.  This field can 
orient many of the H atoms of water molecules towards the orifice. The 
electrophoretic movement of ions dissolved in the solution leads to a separation 
of charges. Positive ions are enriched at the capillary outlet liquid surface and 
negative ions are pulled upstream toward the inside of the capillary. Buffers and 
other electrolytes in the solution also lead to enrichment of positive ions at the 
capillary tip due to this electrophoretic mechanism.  It is this mechanism that is 
largely responsible to the formation of charged droplets.  At the meniscus, a cone 
is formed and charged droplets are pulled downfield toward the orifice (the 
counter electrode held at ground potential) as shown in Figure 2‐1 [10, 11].   
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Figure 2‐1: A diagram showing the production of charged droplets at the ES 
capillary tip in the cone jet mode of electrospray.  Figure from p. 806 of reference 
[11] 
 
 
 
The force from the downfield pull overcomes the surface tension of the 
liquid and a spray of positively charged droplets is dispersed from the tip of the 
Taylor cone [12].  Often, a co‐axial flow of nitrogen around the electrospray 
capillary assists with the nebulization and transport of these droplets toward the 
MS orifice (this is termed “pneumatically‐assisted electrospray”).  A combination 
of an electric potential and vacuum gradient also directs the charged droplets 
toward the MS inlet.  A mixture of very small charged droplets, ion and solvent 
vapor enter the orifice of the MS. 
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A schematic diagram of the ESI interface for a mass spectrometer is 
displayed in Figure 2‐2.  A second counter flow of heated nitrogen coming from 
the cone or orifice plate helps to evaporate the droplets (reducing them in size) as 
they continue to approach the heated capillary (MS inlet).   
 
 
              
 
 
MS orifice 
Counter flow of 
drying gas 
Figure 2‐2:  Schematic diagram of an electrospray interface for a mass 
spectrometer, figure from p.8 of reference [3].  The red arrows display the 
counterflow of heated (or ambient) nitrogen for desolvation.   
 
 
Kebarle reported that “solvent evaporation from charged droplets causes 
droplet shrinkage and Coulomb fissions of droplets [10].“  Smaller and smaller 
progeny droplets are formed by repeated Coulomb fissions.  The terms progeny, 
2nd generation progeny, and so on describe the evolution of smaller droplets from 
the original parent droplet.  The fissions usually result in loss of 2 – 5% of the 
mass and 15 ‐25% of the charge on the droplet and are referred to as ‘droplet jet 
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fission’ [3].  Because of this, the charge‐to‐mass ratio of the progeny droplets 
increases with each fission event. 
Coulomb instability is described by the Rayleigh limit equation shown in 
Equation 2‐2, where qR is the charge on the droplet at the Rayleigh limit, γ is the 
surface tension of the solvent, R is the radius of the droplet and ε0 is the electrical 
permittivity.  Permittivity is an indication of how an electric field is affected by 
the medium (in this case the solvent) that the charge is in.  Equation 2‐2 has only 
one variable, the droplet radius (R). 
 
  (2-2) 3 1 / 208 ( )Rq Rπ ε γ=
 
 
The charge on a droplet (qR) remains constant as the radius (R) of the droplet 
decreases through evaporation.  As the droplet shrinks, the charges on the 
surface of the droplet get pushed closer together and the repulsive electrostatic 
forces increase.  When the droplet radius reaches a particular size that depends 
on the charge, the cohesive forces of surface tension equal the repulsive 
electrostatic forces and the droplet is no longer stable.  It has been reported that 
Coulomb fission occurs just prior to reaching the Rayleigh stability limit. At this 
point a cone jet forms from the droplet and fission occurs to form smaller 
droplets.  This is also known as the Rayleigh stability limit, when the forces of 
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electrostatic repulsion between like charges are equal to the cohesive forces 
holding the droplet together [3, 13].   
The drying droplets continue to get smaller as they undergo desolvation, 
usually assisted by a counter‐ or cross‐flow of heated nitrogen.  Still at 
atmospheric pressure, ions are formed from very small droplets and enter the 
orifice of the mass spectrometer into an intermediate vacuum region.  This 
mixture of ions, solvent vapor and very small progeny droplets undergo further 
desolvation and solvent declustering within the heated capillary (shown in 
Figure 2‐2).  Desolvation is the removal of solvent vapor, whereas declustering 
refers to the use of voltage gradients to increase the dissociation of clusters into 
individual molecules in the gas phase through collisions.  Clusters usually 
consist of gas‐phase analyte ions complexed with solvent and other adducts such 
as sodium.   
The discussion of the final step from very small charged droplets to gas 
phase ions is greatly condensed in this following paragraph, but briefly, 
increasingly smaller (< 10 nm) and highly charged droplets ultimately lead to the 
release of gas phase ions.  For a while after ESI’s introduction into the MS 
community there was much debate over which of two models for the ESI 
mechanism‐ the Charge Residue Model (CRM) or the Ion Evaporation Model 
(IEM)‐ best explained the electrospray mechanism.  It is believed that large 
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molecules (such as proteins) are ionized via the CRM.  The CRM proposed by 
Dole [1] is based on the idea that the very small droplets contain a single analyte 
molecule and a few charges.  When the solvent evaporates, all that is left is a gas 
phase analyte that is ionized from the residual surface charges in the droplet.  
Iribarne and Thomson [14] proposed the IEM for the production of gas phase 
ions from charged droplets.  This model predicts that when the droplet reaches a 
certain size below 10 nm, ions are ejected from the droplet.  They predict that this 
process overcomes Coulomb fission when the droplets get to this size range.  
There now appears to be agreement among researchers involved in studying the 
electrospray mechanism that small molecules enter the gas phase by IEM and large 
biomolecules by CRM [15-17].   
 
ESI‐MS Applications and Comparisons to MALDI MS 
 
There is some overlap in the applications for which ESI‐MS is used and 
those which are suitable for MALDI.  Both MALDI and ESI are soft ionization 
methods that lead to very little analyte fragmentation.  Historically, MALDI was 
considered good for the analysis of large molecules such as peptides, proteins 
and synthetic polymers, while the largest application of ESI‐MS was in the 
analysis of small molecules.  Gains in instrument performance and instrument 
flexibility have removed these limitations, and it is now common to find ESI‐MS 
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used in the analysis of high MW proteins [18], and at the same time MALDI has 
had success with small molecule analysis [19].   
Comparing ESI‐MS and MALDI, the differences in the spectra and type of 
information one can gain from an experiment is due to fundamental 
dissimilarities in the ionization mechanisms.  Most noticeable is the amount of 
charging that occurs on the analyte molecule.  When a large biomolecule such as 
a protein or peptide is analyzed in positive mode ESI‐MS, many protons attach to 
the protein, the number depending on the size of the protein and number of 
basic sites.  As a result, an envelope of multiply charged protein peaks is 
observed in the ESI mass spectrum [20] as shown in the spectrum of bovine 
serum albumin (BSA) in Figure 2‐3A.  BSA is a large protein with a MW of 66,430 
Da; its ESI mass spectrum displays a charge state envelope with anywhere from 
20 to 60 protons on the molecule.  The spectrum must be deconvoluted using 
special software to obtain the intact molecular weight (MW) of the protein as 
shown in Figure 2‐3C.   
In contrast, a typical MALDI spectrum (Figure 2‐3B) of a BSA sample 
shows a dominant singly protonated peak and sometimes lower intensity +2 and 
+3 charged species.  Multiply charged protein ions possess a higher internal 
electrostatic potential energy [21].  However, on large proteins the charges may 
have further separation to reduce the electrostatic potential and one can observe 
 
30 
 
 
+2 and +3 charge states.  The generally single charge state spectra observed in 
MALDI are particularly valuable for samples containing multiple species, such 
as the oligomer distribution of mid to high MW polymers.  In MALDI, one of the 
proposed mechanisms known as the lucky survivor model states that the initially 
highly charged preformed ions collide in the gas phase with neutral matrix 
molecules in the ablation plume, which removes most of the charge [22, 23].  
Resolution and mass accuracy are higher for protein analysis using ESI‐
MS because the multiply charged species peaks generally fall into the 400 – 2500 
mass‐to‐charge (m/z) range where the TOFMS is capable of higher resolution 
performance.  Orthogonal acceleration in the ESI‐TOF effectively reduces one 
cause of peak broadening in MALDI TOF, which is the distribution of kinetic 
energies of ions due to ions being formed in different locations in the source.  
MALDI TOFMS instruments have high resolution in reflector mode, a mode that 
redirects the flight path of ions nearly 180 degrees and corrects for the initial 
spread in kinetic energy for each species.  For several reasons, high m/z proteins 
are not detected in this mode.  One possible reason is that they lose their charge 
in the flight tube and then can’t be redirected by the reflector. The linear mode of 
the TOFMS has lower resolution than the reflector mode because there is no 
energy correction and the effective length of the flight tube is shorter.   
  
 
 
 
31 
       
 
 +TOF MS: Period 2, Experiment 1, 8.762 to 8.940 min from BSA_STDCHECKMAR141-01298.... Max. 1.4e4 counts.
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Figure 2‐3:  Mass spectra of  0.1 mg/mL bovine serum albumin obtained on (A) an ESI‐TOFMS and (B) a MALDI 
TOFMS†.  The deconvoluted mass spectrum from ESI multiply charged spectrum (C) and an expansion of the 
molecular ion region of the MALDI TOFMS spectrum (D).  
 
† ‐ MALDI TOFMS data provided by Paul Kowalski of Bruker Demo Labs (Billerica, MA) 
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As an example of the difference between protein mass spectra analyzed 
from both techniques, the (M + H)+ MALDI peak is found to have a peak width 
at half height of approximately 700 Da at m/z 66.4 kDa, while the mathematically 
reconstructed mass peak from the ESI spectrum has a peak width of 18 Da at half 
height.  Note that the spectra in Figure 2‐3 are actually comparing the linear and 
reflectron modes of TOFMS, but the main purpose of this discussion is to 
emphasize the amount of charge deposited by the different ionization methods.  
The example spectra in Figure 2‐3 highlight how both methods are valuable and 
have unique attributes that may fit the needs of the particular analysis.  
In the analysis and characterization of intact proteins, obtaining MW 
information using both MALDI and ESI can be beneficial [24].  Particularly for 
unknown analysis, a MW obtained by one method can then be confirmed by 
analyzing the same sample by the second method.  When studying post‐
translational modifications or other labile structures such as non‐covalent 
complexes, it is a good strategy to analyze by both ionization methods as the 
modification may be lost during the analysis.  The combined approach of 
MALDI TOFMS and high resolution ESI‐MS (ESI combined with a TOFMS, 
FTMS or Orbitrap) was suggested in the analysis of recombinant proteins for 
molecular weight determination, to assess purity and heterogeneity [25].  This 
reference suggests that for low and middle mass proteins MALDI is best because 
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it is rapid, simple and adaptable for automation while samples with high 
complexity may best be suited for high resolution ESI‐MS.  
Regarding peptide analysis, there have been many reports where both 
MALDI and ESI have been used to increase the number of proteins identified 
(such as via peptide sequencing MS/MS) [26].  Figure 2‐4 displays an example 
from a reference that employed both methods to increase the total number of 
identified proteins in bovine ribosomes.   
Finally, in the discussion of similarities and contrasts between MALDI 
and ESI, there is one technique that combines aspects of both ESI and MALDI.  In 
the past eight years there has been an emergence of a number of ambient 
ionization techniques such as Direct Analysis in Real Time (DART) [27] and 
Desorption Electrospray Ionization (DESI) [28, 29] as new ionization sources for 
existing mass analyzers.  These new methods are considered hybrid techniques 
in that they have elements of both spray ionization methods and desorption 
ionization approaches.  An ionization source developed by Muddiman and 
Murray employs an IR or UV laser to desorb a solid sample, while an ESI 
capillary is placed in the vicinity of the desorption plume.  The result is ESI like 
data on proteins such as cytochrome C.  The method shown in Figure 2‐5 is 
termed MALDESI [30] by Muddiman and Murray. In this reference an IR laser is 
used but previous reports employ a UV laser [31].  
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Figure 2‐4:  Comparison of the overlapping and unique protein assignments 
obtained by LC/ESI/MS/MS and LC/MALDI/MS/MS analysis of the 39S subunit 
of bovine mitochondrial ribosomes.  Figure and caption from reference [32] 
 
 
 
 
Figure 2‐5:  An example of an ionization method with aspects of both MALDI 
and ESI.  The method is called, MALDESI.  Figure obtained reference [31]. 
 
 
 
 
35 
 
Project Goals  
 
Considering that the ionization mechanisms of ESI and MALDI are quite 
different (solution phase ionization versus gas phase ionization), the goal of this 
project is to learn about MALDI through the analysis of typical MALDI samples 
by ESI.  Knowledge of the solution environment that the analyte is in before 
incorporation into the matrix crystal will help to understand MALDI results for 
peptides.  In the work described in this chapter, sample solutions that are 
typically applied to a MALDI target plate are instead infused into an ESI mass 
spectrometer and the resulting spectra are studied for the effect the acidic matrix 
has on ESI peptide intensities and charge states.  Similarly, the influence of the 
peptide on the ESI spectrum of the MALDI matrix peaks is examined. The 
overall goal is to investigate the influence of the matrix compound on the analyte 
in solution‐phase ESI experiments.  Results from these studies may then be 
related to effects observed in MALDI for the same samples.  These sample 
solutions contain the analyte and a matrix compound at typical concentrations 
for a MALDI experiment.  For example, matrix concentration is in the mM range 
and analyte concentrations in the uM range.  A second goal of this project is to 
evaluate if the ESI MS spectra are close to the predicted fractional composition of 
charged species in solution (using the ACD pKa Calculator).  
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Design of Experiments 
 
A series of samples are prepared containing two peptides and matrix 
where the molar matrix‐to‐analyte (M/A) ratio ranges from 500 to 2000.  In‐depth 
investigations on M/A plots on a number of proteins or peptides in several 
matrices by MALDI were previously done in the Owens group with the main 
goal to understand the behavior of these two sample components [33].  M/A 
experiments are done prior to performing advanced quantitative experiments in 
order to determine what molar ratio to prepare the samples for a particular 
matrix and analyte combination.  Earlier work on ESI analysis suggested the 
technique provides a snapshot of the solution phase composition of each 
component in a sample.  More recent work, however, [3, 34] indicates that there 
is a difference between what is observed in solution and in the ESI spectrum.  In 
the work by Sutrisno [21], ESI‐MS was compared to potentiometric titrations for 
neamine, where it was concluded that the ion abundances observed in the ESI‐
MS spectra do not reflect the composition of the bulk solution.   
MALDI matrices that are commonly used for peptide analysis are acids 
that can protonate the basic amine sites on a peptide. Examples of common 
matrices for peptide and protein analysis are α‐cyano‐4‐hydroxycinammic 
(CHCA), 2,5‐dihydroxybenzoic acid (DHB) and 3,5‐dimethoxy‐4‐
hydroxycinnamic acid (sinapinic acid).  The ACD calculated pKa’s of these 
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matrices are 2.5, 3.0 and 4.5 (pKa Calculator V.5.0.0.184, Advanced Chemistry 
Development, Inc., Toronto, ON).  CHCA was the matrix compound selected for 
this preliminary study, as the majority of data collected in the remainder of thesis 
used this matrix.  As a matrix surrogate for ESI studies, a common LC/MS mobile 
phase modifier, formic acid, was chosen and prepared at an equivalent solution 
concentration.  Formic acid has a pKa of 3.7 and was selected to compare to 
CHCA. 
When a peptide mixture is analyzed by MALDI there is a possibility of 
interaction in the form of competition for protonation, where the peptide 
response in a mixture is lower than if each were analyzed individually.  This is a 
form of signal suppression.  Note that the presence of a second peptide can also 
lead to enhancement of the signal of the other peptide.  While the three primary 
roles of the matrix in MALDI (to absorb the laser energy, desorb the analyte and 
to participate in gas phase proton transfer reactions) is not directly investigated 
in these ESI‐MS experiments, the solution‐phase chemistry of the matrix and 
peptide can be investigated in this study.  
 
Experimental 
 
Materials 
Angiotensin I (AngI, peptide purity >99 %; peptide content 69.6 %), 
angiotensin II (AngII, peptide purity 98 %, peptide content 84.5 %), and 
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angiotensin III (AngIII, peptide purity > 97 %, peptide content 69 %) were 
obtained from Bachem, Inc. (Torrance CA).  Renin substrate (RS, peptide purity 
99 %, peptide content 73 %) was purchased from Sigma Aldrich (St. Louise, MO).  
Formic acid was purchased from Pierce Thermo Fisher Scientific (Rockford, IL) 
and the MALDI matrix α‐cyano‐4‐hydroxycinammic acid (CHCA, > 99.0 % by 
HPLC for MALDI‐MS) was Fluka brand obtained from Sigma‐Aldrich (St. Louis, 
MO).  Acetonitrile (ACN) solvent was OmniSolv LC‐MS grade from EMD 
Chemicals (Darmstadt, Germany). 18 MΩ quality water was from a Milli‐Q lab 
water purification system by Millipore (Billerica, MA).  
All four peptides used in this study are hormones in the renin‐angiotensin 
system involving blood pressure regulation. Note that AngII and RS share the 
same amino acid residues from the N‐terminus to position 8.  RS has an 
additional six residues (HLVIHN), two of which are weakly basic histidine 
residues.  RS is also known as angiotensinogen 1‐14 and when cleaved by the 
enzyme renin yields the quadpeptide VIHN and AngI (DRVYIHPFHL). AngI has 
10 amino acid residues, the first two of which are hydrophilic (Asp, Arg), while 
the remaining eight are hydrophobic.  Table 2‐1 lists the amino acid sequence 
and some relevant properties for the peptides used in this study.  Other  
 
 
 
 
 
Table 2‐1: Amino acid sequence, pI†, net charge at pH 7†, and average hydrophilicity† for the peptides used in this 
study 
 
Peptide  Amino acid sequence MW (Da) – 
exact mass 
Isoelectric 
point (pI) 
Net charge 
at pH 7 
Average 
Hydrophilicity 
Peptide 
Type 
Angiotensin I  DRVYIHPFHL  1295.6774  7.9  0.2  ‐0.5  Neutral 
Angiotensin II  DRVYIHPF  1045.5345  7.8  0.1  ‐0.3  Neutral 
Angiotensin 
III 
RVYIHPF  930.5075  9.8  1.1  ‐0.8  Basic 
Renin 
substrate 
DRVYIHPFHLVIHN  1758.9317  8.0  0.3  ‐0.6  Neutral 
† – Values obtained from Bachem peptide property calculator,  
http://www.bachem.com/service‐support/peptide‐calculator/, accessed April 2012 
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properties calculated are the peptide’s net charge at pH 7, molecular weight, 
isoelectric point (pI) and average hydrophilicity (using the Hopp and Woods 
scale [35]).  Note that all the peptides in this study have free N‐and C‐termini.   
 
Results Obtained from Peptide Property Calculator 
Figure 2‐6 displays the net charge and hydrophilicity plots from Bachem’s 
Peptide Property Calculator (PPC) for AngI.  The PPC calculates a number of 
properties for each peptide; the graph of net charge versus pH is particularly 
useful in these ESI‐MS experiments, as the expected ESI charge distribution can 
be estimated using these plots.  The plot of net charge vs. pH is a function of the 
protein pI as well as the number of acidic and basic groups in the sequence.  The 
intersection of the red net charge line with the x‐axis is equal to the peptide’s 
isoelectric point.  The hydrophilicity/hydrophobicity of each peptide residue is 
indicated with a green (hydrophilic) or red (hydrophobic) bar in the 
hydrophilicity plot. 
AngII (Figure 2‐7) is an octapeptide with similar properties to AngI.  
Compared to AngI, the C‐terminal His‐Leu residues are missing.  The isoelectric 
point (pI) is within 0.15 units of AngI.   
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  The N‐terminal aspartic acid is removed to form AngIII from AngII, 
giving the peptide a more basic character.  Figure 2‐8 shows that the pI increases 
from 7.8 to 9.8 by losing the acidic Asp residue. 
 
 
 
 
Figure 2‐6:  The amino acid sequence, net charge and hydrophilicity plots and 
properties of AngI. 
http://www.bachem.com/service‐support/peptide‐calculator/, accessed April 
2012 
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Figure 2‐7:  The amino acid sequence, net charge and hydrophilicity plots and 
properties of AngII. 
http://www.bachem.com/service‐support/peptide‐calculator/, accessed April 
2012 
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Figure 2‐8:  The amino acid sequence, net charge, hydrophilicity plots and other 
properties of AngIII. 
http://www.bachem.com/service‐support/peptide‐calculator/, accessed April 
2012 
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RS is the largest peptide used in this study with 14 residues.  Overall, the 
peptide is neutral (pI = 8).  It is the most highly protonated peptide in acidic 
solution because it has the largest number of basic residues (1 Arg and 3‐His) in 
its sequence. Results for RS obtained from the PPC are shown in Figure 2‐9. 
 
 
 
 
 
Figure 2‐9:  The amino acid sequence, net charge and hydrophilicity plots, and 
properties of renin substrate. 
http://www.bachem.com/service-support/peptide-calculator/, accessed April 2012 
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Sample Preparation 
For the first experiment using CHCA as the acidic matrix additive, the 
CHCA solution was prepared at a concentration of 9.5 mg/mL (50 mM) in 
methanol.  Peptide stock solutions were prepared at a concentration of 10 mM in 
purified water.  As an example, a 10 mM angiotensin I stock solution was 
prepared by weighing 2.20 mg of peptide on a Sartorius BP 211 D 5‐place balance 
(Gottingen, Germany) and dissolving the solid in 114 uL of water.  Note that the 
peptide content of 69%, peptide purity of 97%, and MW of 1296.7 were factored 
into the calculation for AngI.  In all studies, the quantity of matrix was kept 
constant while the peptide concentration was incrementally decreased, resulting 
in solutions with increasing M/A.  Intermediate samples were prepared by 
making the dilutions detailed in Table 2‐2. For the final dilution, 980 uL of a 50 
mM CHCA matrix solution in methanol was mixed with 20 uL of each 
intermediate solution. These samples were then ready for ESI‐MS analysis.  Note 
that the M/A ratio is calculated for each individual peptide in this table.  The 
M/A ratio, where A represents total peptide content, is equal to 50 % of the listed 
values since the solution contains two peptides at equimolar concentration.   
 
Instrumentation, Data Acquisition and Analysis 
 
Electrospray Mass Spectrometry 
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ESI‐MS experiments were performed on both an Agilent 1946D MSD 
single‐quadrupole mass spectrometer (Santa Clara, CA) and a Waters Micromass 
Quattro Ultima triple‐quadrupole mass spectrometer (Manchester, UK).  
 
Table 2‐ 2:  Sample preparation table for the intermediate peptide solutions.  For 
each intermediate stock solution, 50 uL of the original 10 mM peptide stock 
solution was diluted with the indicated amounts of water.   
 
    AngII conc. 
(pmol/uL) 
RS conc. 
(pmol/uL) 
 
Intermediate stock M/A  uL H2O M/A
500  50 4881 4898  502
750  100 3254 3265  753
1000  150 2441 2449  1004
1500  250 1627 1633  1506
2000  350 1220 1225  2008
 
 
 
Agilent 1946D MSD Single Quadrupole MS 
Figure 2‐10 shows a diagram of the ion optics of the Agilent MSD.  The 
sample is infused via loop injection into the port labeled “HPLC Inlet” at a flow 
rate of 100 uL/min.  The HPLC is an Agilent 1100 (Santa Clara, CA).  On the 
Agilent MSD, the instrument settings were: ESI positive mode – full scan.  The 
scan range was 50 – 2000 Da and the voltage applied to the ESI capillary was 
4000V.  Desolvation was accomplished with a 13 L/hr counter flow of heated 
nitrogen at 350 C.  A skimmer (fragmentor) voltage of 150 V is applied between 
the capillary interface region and the skimmer.  Note that higher fragmentor 
voltages lead to increased analyte collision induced dissociation (CID) in the 
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intermediate vacuum region of this instrument.  The total ion current over the 
one minute of acquisition time was averaged to produce the mass spectrum.  
Peak heights from this average mass spectrum were used for quantitation.  These 
settings are typical for analysis of peptides in the mass range 1000 – 2000 Da.  
The ESI capillary and fragmentor voltages had been optimized previously by 
infusing a peptide solution for maximum signal.  All acquisitions on the Agilent 
MSD were made using these instrument parameters.   
 
 
 
Figure 2‐10: Diagram of the Agilent MSD single‐quadrupole mass spectrometer 
ion optics.  Figure obtained from Agilent 6100 Series Quadrupole LC/MS 
Systems Concepts Guide, Rev. A 2011. 
 
   
 
48 
  
Micromass Quattro Ultima Triple‐Quadrupole Mass Spectrometer 
A second study involving a mixture of AngI, II and III were performed on 
a Waters Micromass Quattro Ultima triple‐quadrupole mass spectrometer.  A 
detailed view of the Z‐spray ESI source region is displayed in Figure 2‐11, while 
a diagram of the entire instrument is shown in Figure 2‐12.  The sample was 
infused via syringe pump (Harvard Apparatus model 22, Holliston, MA) into the 
Z‐spray ion source (the purple colored fitting in Figure 2‐12).   
For the Quattro Ultima, the operating mode was ESI positive mode – full 
scan.  50uL of each sample was infused into the ESI source at a rate of 100 uL/min 
flow rate for 30 seconds acquisition of sample only. The scan range was 100 – 
2000 Da and the voltage applied to the ESI capillary was 2500 V.  Desolvation 
was accomplished with a 670 L/hr coaxial flow of heated nitrogen at 400 C.  A 
cone voltage of 40 V is applied between the orifice on the ion block and the 
skimmer (the green labeled region in Figure 2‐12).  Higher cone voltages lead to 
increased analyte CID in the intermediate vacuum region.  This setting also leads 
to better transmission of ions, and it is optimized to balance between ion signal 
and analyte fragmentation.   
The total ion current over the 1 minute of acquisition time was averaged 
to produce the mass spectrum.  MassLynx 4.0 (Waters, Inc., Milford, MA) was 
used to process the data.  Peak heights from this average mass spectrum were 
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used for quantitation.  These settings are typical for analysis of peptides in the 
mass range 1000 – 2000 Da.  The ESI capillary and fragmentor voltages had been 
optimized previously by infusing a peptide solution to produce maximum 
signal.  The triple quad was operated in ‘single quad’ mode, that is, Q1 was 
scanning and Q2 and Q3 were in RF only mode to allow all ions through.   
 
 
Figure 2‐11:  A detailed view of the Micromass Z‐spray ion source.  The Z‐spray 
source design is common to several Micromass mass spectrometers.  Figure 
obtained from Quattro Ultima Users Guide, Code 6666511, Issue 3, Micromass 
Ltd. 
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Sample 
CID 
Figure 2‐12:  Ion optics of the Micromass Quattro Ultima Triple Quadrupole.  Collision Induced Dissociation (CID) 
is induced by higher voltage offsets between the sampling cone and the MS orifice cone highlighted with red circle. 
Figure obtained from Quattro Ultima Users Guide, Code 6666511, Issue 3, Micromass Ltd. 
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Applied Biosystems 4700 MALDI TOF/TOF 
Data for the M/A plots were acquired on an Applied Biosystems (Toronto, 
ON, Canada) 4700 MALDI TOF/TOF Mass Spectrometer controlled by their 4000 
Series Explorer v3.0 software.  Data were acquired in MS Reflector mode, with a 
scan range 400 – 2000 Da.  A 200Hz repetition rate Nd:YAG laser operating at 355 
nm fired a total of five hundred laser shots per mass spectrum.  The laser 
intensity was set to 2100.  Source voltage and Grid 1 voltages were set to 20kV 
and 14.3 kV, respectively.  Reflector settings for the two stage ion mirror were 
14.0 and 20.2 kV.  The digitizer bin size was 0.5ns and a 500 MHz input 
bandwidth was used.  Detector voltage on the microchannel plate detector was ‐
2.1 kV.   
 
pH Measurements 
pH measurements were made on a Mettler (Schwerzenbach, Switzerland) 
FE20 pH meter with a LE409 electrode and calibrated using pH 1.0 and 4.0 
aqueous buffer standards.   
 
Reproducibility of the ESI‐MS Data 
This electrospray peak height data were observed to be very stable in a 
replication study.  These reproducibility data are shown in Table 2‐3.  Four 
replicates were acquired from a re‐prepared sample and % RSD calculated.  
 
52 
 
Generally, % CV values are less than 10% for all species analyzed.  The CHCA 
(matrix) related ions measured are m/z 190 (M + H)+, m/z 172 (loss of water), m/z 
207 (water adduct) and m/z 212 (sodium adduct). 
 
 
Table 2‐3:  Data demonstrating the reproducibility of peak height measurements 
in this study.  One of the M/A samples was re‐prepared and analyzed with n = 4 
replicates to obtain an estimate of overall reproducibility. 
 
 
AngII
charge 3.0 2.0 1.0
ions (m/z) 349.5 523.7 1046.3 sum
#1 552 619249 100125 719926
#2 668 570707 92621 663996
#3 290 600852 95507 696649
#4 840 637589 103636 742065
avg. 587.6 607099.3 97972.3 705659.1
sd 230.9 28522.9 4879.4 33396.3
%CV 27.5 4.5 4.7 4.5
RS  
charge 4.0 3.0 2.0 1.0 (RS+2Na+)/3 (RS+Na+)/2
ions (m/z) 440.6 587 880 1758.6 594.3 890.9
#1 3040 365865 262384 9704 54020 152950
#2 3050 326770 244742 8822 48638 143816
#3 2780 335930 263873 9440 54020 150431
#4 3220 365250 273555 9855 47911 160768
avg. 3022.5 348453.8 261138.5 9455.3 51147.3 151991.3
sd 181.5 20102.2 12000.6 455.8 3330.4 7005.2
%CV 5.6 5.5 4.4 4.6 7.0 4.4
CHCA
charge 1 1 1
ions (m/z) 172.1 190 207 212
#1 43756 3300 2020 3199
#2 36578 2860 2107 3309
#3 41500 3000 1820 3400
#4 39893 3075 2000 3555
avg. 40431.8 3058.8 1986.8 3365.6
sd 3018.5 183.9 120.5 150.6
%CV 7.6 6.0 6.0 4.2
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Results and Discussion  
 
Solution Phase Properties and Calculated Charge States in Solution 
A good place to start reviewing the data is to define the solution phase 
environment of the peptides prior to MS analysis.  The concentration of the acidic 
MALDI matrix in these solutions is 50 mM while the peptide concentration is in 
the range of 24 – 98 uM.  Note that these are typical MALDI solution 
concentrations.  There are several acid‐base reactions occurring in these solutions 
that permit the ESI‐MS detection of the RS peptide.  Equation 2‐3 displays the 
direct protonation reaction for RS by the acidic matrix.  Equation 2‐4 displays the 
more likely route for protonation of RS since the solution composition is 98 % 
methanol, and both water and methanol are weakly basic. 
 
 (CHCA RS CHCA RS H )− +⎯⎯→+ +←⎯ +
)
 (2-3) 
 3 3( ) (CH OH H RS CH OH RS H
+ +⎯⎯→+ + + +←⎯  (2-4) 
   
 
Peptides with multiple basic sites are multiply charged in solution, and 
when analyzed by ESI‐MS are also detected as multiply charged species.  
Peptides have several ionizable sites, which are mostly carboxylic acids and 
amines.  It is possible to predict the protonation state of a peptide using the pKa 
calculators and other peptide calculation tools presented in this chapter.  These 
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calculators account for the fact that peptides contain the ionizable groups shown 
in Table 2‐4.  The ESI‐MS data presented in this chapter explores how closely the 
charge states observed in the ESI‐MS spectrum agree with the predicted solution 
composition.  The amino acid residues that are considered basic are arginine, 
lysine and histidine; they, alongwith the N‐terminus are sites of protonation.  
With a pKa of 6.0, histidine is borderline as to whether it can be treated as a basic 
site; however the ACD pKa calculations predict that the histidine imidazole 
nitrogen is protonated at a pH of 2.5. 
 
 
Table 2‐4:  Acid‐base properties of amino acid functional groups from ref. [36]. 
 
Basic  pKa Acidic pKa 
N‐terminus (amino)  9.69  C‐terminus    (carboxylic acid)  2.34 
lysine (amino)  10.5  aspartic acid  (carboxylic acid)  3.86 
arginine (guanidino)  12.4  glutamic acid  (carboxylic acid)  4.25 
histidine (imidazole)  6.00  tyrosine           (phenol)  8.33 
    cysteine           (sulfhydryl)  10.0 
 
 
 
Renin Substrate – Predicted Charge States 
 
Figure 2‐13 shows a pKa calculation for the RS peptide, the numbers 
indicate the order of protonation with the third through fifth protons attaching to 
the histidine imidazoles.  The five basic sites in the RS sequence include 3 His, 1 
Arg and the N‐terminus.  The calculated pKa of each protonation site is shown 
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near the site of protonation.  At a pH that is two units below the lowest pKa 
(6.71), all five basic sites in the peptide should be protonated. 
  
(2) 
pKa 
7.72 
(5) 
pKa 
6.68
(4) 
pKa 
6.71 (3) 
pKa 
6.72
(1) 
pKa  
13.34 
 
Figure 2‐13:  Theoretical pKa calculation (ACD Labs/ pKa V8.00 build 27 2004) 
and order of protonation (in parenthesis) for the peptide renin substrate.  At a 
solution pH below 3.37, all four basic side chains and the N‐terminus are 
protonated. 
 
 
 
The calculated fractional abundance diagram for RS is shown in Figure 2‐
14.  Note that the measured pH of the matrix‐analyte solution was 2.5.  As the 
composition of this solution is 98 % methanol (98:2, methanol:water v/v) and the 
pH meter was calibrated with aqueous buffer standards, the measured pH of 2.5 
is considered only an estimate.  Considering this, the theoretical charge state 
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distributions were calculated at a pH of 2.5.  RS has eight ionizable sites (three 
acidic groups and five basic groups), so there are many different protonation 
states in the pH range of 0 – 14.  The term microstate is used to indicate that there 
are several locations for protonation in a peptide, additionally there certain 
amino acids which may be deprotonated at a pH, therefore the use of net charge 
is the most appropriate for this ESI‐MS studies.  
 
Angiotensin II – Predicted Charge States 
AngII has six fewer amino acid residues, but more important for this study, two 
fewer basic sites than RS, therefore lower charge states are predicted in the theoretical 
calculations.  The predicted predominant charge state at pH 2.5 is predicted to be +4 
(Figure 2-14) for RS and +2 (Figure 2-15) for AngII.   
The individual protonation states and fractional abundance plots for 
AngII are shown in Figure 2‐15.  At the acidic conditions in these samples, the 
charge states expected to be observed for AngII are +1, +2 and +3.  In fact, 54 % of 
the peptide is predicted to be in the +2 charge state.  There are four protonation 
states of AngII in equilibrium at pH 2.5.  They are labelled PS1, PS2, PS3, PS4 in 
Figure 2‐15).  One concept that was studied in this chapter is how closely the 
experimental ESI‐MS data follows theoretical calulations of peptide charge states.  
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pH          2             4            6            8             10           12         14 
pH        2             4            6            8             10       12           14   
Figure 2‐14:  Protonation state vs. pH diagram for RS (ACD v.5.0.0.184).   
 
 
 
pH         2             4            6            8             10       12        14     
Figure 2‐15:  Protonation state vs. pH diagram for AngII (ACD v.5.0.0.184).   
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Determination of the H+/Peptide Ratio 
 
Table 2‐5 shows that higher M/A samples, or more specifically, the 
successively lower concentrations of peptide, change the [H+]/[peptide] ratios.  
The acid dissociation constant (Equation 2‐5) is the basis for this calculation. 
Using the quadratic equation (Equation 2‐6) and setting [H+] = [A‐] = x, [HA] = 
(0.05 M – x) and Ka = 3.16 x10‐3, these values may be used to solve for x (Equation 
2‐9).  
 
[ ][
[ ]a
H AK
HA
]+ −=  (2-5) 
 
2 0ax bx c+ + =  (2-6) 
 
2 0.05 0a ax K x K+ − =  (2-7) 
 
2 4
2
b b acx
a
− ± −=  (2-8) 
 
 0.01109x M=  (2-9) 
When the calculated [H+] concentration of 0.01109M (which is assumed to be 
constant in each sample) is divided by the peptide concentration in each sample, 
a H+/ peptide ratio is then calculated as shown in Table 2‐5.  Considering the 
MALDI matrix as a Brønsted‐Lowry acid in this case, a solution of higher M/A 
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will have a greater number of protons per analyte molecule than solutions with 
lower M/A ratios. 
Table 2‐5:  Calculated ratio of protons per peptide in increasing M/A samples.  
Calculated [H+] concentration is 0.01109 M in each sample.  Matrix concentration 
is 0.05 M in all samples. 
 
sample   uM peptide H+ / peptide ratio calc. M/A 
M/A 500  98 113 510.2 
M/A 750  65 171 769.2 
M/A 1000  49 226 1020.4 
M/A 1500  33 336 1515.2 
M/A 2000  24 462 2083.3 
 
 
 
ESI‐MS Results 
 
The ESI mass spectrum of the AngII‐RS mixture at a M/A ratio of 500 is 
shown in Figure 2‐16.  The charge states of the two peptides are labeled and the 
most intense charge state for each peptide is marked with an asterisk.  Figure 2‐
17 shows the spectrum for the sample at the M/A ratio of 2000; note that the 
higher charge states of the peptides begin to increase in intensity.  In both cases 
the most abundant charge state for AngII is +2 while the most abundant species 
for RS is the +4 charge state.   
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Figure 2‐16:  ESI mass spectrum of the M/A = 500 sample.  Asterisk indicates highest intensity charge state for each 
peptide.   
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Figure 2‐17:  ESI mass spectrum of the M/A = 2000 sample.  Asterisk indicates highest intensity charge state for 
each peptide.   
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Figure 2‐18 shows an expanded view of the lower mass region of Figure 
2‐17 with both the matrix related and peptide peaks labeled.  Note that 
fragmentation of both the matrix and peptide is observed under the current 
instrument conditions.  On a single quadrupole instrument this is known as 
source CID and occurs in the region between the capillary inlet and the entrance 
skimmer to the hexapole as shown earlier in Figure 2‐10.  Immonium ions are 
internal peptide fragments commonly known to those practicing the proteomics 
technique of peptide mass mapping.  The loss of water and formic acid from 
CHCA are proposed based on the differences in mass.  The protonated [M + H]+ 
of CHCA is detected at m/z 190 and the (M + H –H2O) at m/z 172.  Other ions 
observed correspond to b and y ion fragments of the peptide.  There is a low 
level of matrix and analyte fragmentation that occurs in the MS analysis due to 
the settings of the spectrometer.  In this case the fragmentor voltage was 
increased to improve ion transmission of higher molecular weight peptides.  A 
‘side effect’ with the use of high fragmentor voltages is increased fragmentation.  
This is an example of the tradeoffs that are often made in different mass 
spectrometer settings (for example to optimize sensitivity versus resolution).   
 
 
 
 
 
 
Figure 2‐18:  Expanded view of the low mass region (100 – 400 Da) of the M/A = 2000 spectrum shown in Figure2‐ 
17  
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Figure 2‐19 summarizes the ESI‐MS data for all samples and displays the 
relative % of the peak for each AngII charge state as a function of the M/A ratio. 
Note that the AngII (+2) peak decreases with increasing M/A as more of the 
peptide goes to the (+3) charge state.  These data reveal the acid base reactions 
occurring between the matrix compound and the peptide in a typical MALDI 
experiment and demonstrate the effect of sample M/A ratio on the proton/ 
peptide ratio and peptide charge states.   
There is an overall shift towards higher charge states in the higher M/A 
sample, as peaks for the RS (+4) and AngII (+3) have increased in relative 
intensity.  A second observation is that the matrix related peaks have increased 
in relative intensity compared to the low M/A sample.  Thirdly, the AngII (M+H)+ 
peak has a much higher relative intensity in the 500 M/A sample than in the M/A 
2000 sample.   
The net charge on the peptide can be calculated from the ESI‐MS data by 
using Equation 2‐10, where FCn is the fractional composition of the n peptide 
charge state.  The results of this calculation are shown in Figure 2‐20. 
 
arg ( )nNet Ch e FC n = ⋅∑         (2-10) 
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Figure 2‐19:  AngII charge states as a function of M/A ratio in the sample. 
 
 
Note that the net charge of the peptide increases with the M/A of the solution. 
Figure 2‐21 shows a summary of the observed charge states for RS peptide 
as a function of solution M/A ratio.  Note that the RS (+4) peak is increasing with 
M/A as the +3 charge state is decreasing.  Also note that the RS (+5) and RS (+2) 
peaks invert in relative intensity as M/A increases.  Overall the effect is higher 
peptide charge states as the [H+]/[peptide] ratio increases. 
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Figure 2‐20:  The increase in net charge with higher M/A ratios for AngII as 
calculated using Equation 2‐10. 
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Figure 2‐21:  RS charge states as a function of M/A ratio in sample 
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CHCA Related Peaks 
 
Considering that the concentration of CHCA was kept constant at 50 mM 
in each sample, it was at first surprising that the intensity of the matrix related 
peaks increased with each successive increment in M/A.  On further 
consideration, this is likely an example of the ion suppression effect.  As the M/A 
ratio decreases, the successively higher concentrations of analyte suppress 
protonation of the CHCA (M + H)+.  Ion suppression occurs when components in 
a sample have an effect on analyte ionization (regardless of which component is 
considered the analyte) [37, 38].  The result is lower MS response for that species 
in the mixture than if it was analyzed by itself.  The suppression can be due to 
competition for protons as in this case, or it may be due to components in the 
sample that adversely affect the desolvation or ionization processes such as salts, 
buffers and surfactants.  The ion suppression (due to competition) effect can be 
visualized in Figure 2‐22.  As the concentration of peptide decreases in relation to 
the fixed matrix concentration, there is less suppression of the matrix by the 
peptide.  There are more protons available for matrix (i.e., self) protonation as the 
amount of peptide decreases.  When CHCA dissociates in solution, the protons 
are available to all components of the sample including other CHCA molecules.   
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Figure 2‐22:  Absolute matrix and peptide signals as a function of the M/A ratio.  
Note that the matrix concentration in all solutions is constant at 50 mM.  
Concentrations of AngII decrease as the M/A increases. 
 
 
 
Comparison of Predicted Charge State Distribution to Experimental ESI Data 
 
Figure 2‐14 predicts the following charge distribution for RS: 31 % in the 
+5 charge state, 52 % in the +4 charge state and 17% in the +3 charge state.  The 
experimental data shown in Table 2‐6 are calculated by adding the peak heights 
for all of the charge states for the RS peptide and then dividing the peak height of 
each individual charge state by the total signal for all charge states and 
multiplying by 100.  The experimental data when compared to theoretical 
predictions show the distribution as shifted towards lower charge states.   
 
 
 
 
 
 
Table 2‐6:  Absolute peak areas and charge state percent composition as a function of sample M/A.  Note that the 
percentage of the higher charge states increase as M/A increases.  RS has four charge state peaks detected at m/z = 
352.8, 440.7, 587.3 and 880.5. 
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                   RS +5 RS  +4 RS +3 RS  +2
M/A  352.8 
% of 
total  440.7 
% of 
total  587.3 
% of 
total  880.5 
% of 
total  total 
500  0  0.0  80848  71.6  27280  24.1  4850  4.3  112978
750  0  0.0  86189  73.2  26300  22.3  5197  4.4  117686
1000  0  0.0  74250  75.8  20320  20.7  3439  3.5  98009
1500  3600  4.2  65091  76.4  14434  16.9  2050  2.4  85175
2000  4068  5.0  60764  75.1  14157  17.5  1907  2.4  80896
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In order to prepare solutions of increasing M/A ratio, either the matrix or the 
analyte must remain constant.  In this project the matrix (CHCA) concentration 
was fixed at 50 mM  Although much of the data presented above reveal the effect 
that the M/A ratio has on charge state distribution, the data in Figure 2‐23 
indicates the overall peptide signal is in agreement with the peptide solution 
concentration.  The plot shows that the response of peptide is within the linear 
range of the instrument.  Each data point is shown with the corresponding M/A 
ratio of the solution. 
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Figure 2‐23:  A plot of the sum of the peaks heights of all charge states for AngII 
versus peptide concentration in solution.  The M/A values of the samples are 
indicated near the data points for reference. 
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Study of Angiotensin I, II and III at Various M/A ratios Using Formic Acid as a 
Surrogate Matrix 
 
A second study was performed using the peptides AngI, II and III.  
Formic acid was used as a surrogate for a MALDI matrix compound, and at the 
same concentration of 50mM as in the earlier studies using CHCA.  Formic acid 
has a calculated pKa of 3.7 (ACD pKa Calculator v5.0.0.184) and was used to 
replace CHCA (calculated pKa 2.5).  pH measurements have indicated that a 
50mM solution of formic acid in methanol: water (98:2) has a pH = 2.65 and the 
pH of 50 mM CHCA in methanol: water (98:2) has a pH = 2.5.  The reason for this 
substitution is to explore the role of the matrix as a source of protonation by 
replacing it with acidic modifier.  This work was performed on the Micromass 
Quattro Ultima described in the instrumentation section. 
This study on the angiotensins shows similar shifts to higher charge states 
as the M/A ratio increases, or in this case formic acid‐to‐peptide molar ratio.  
Interestingly, certain charge states change more rapidly with M/A as others are 
more constant throughout the M/A range.  This experiment was performed by 
analyzing the three peptides as a mixture; Figure 2‐24 shows the full scan mass 
spectrum of a mixture of the three analytes.  Note that the earlier discussion on 
the effect of ion suppression from having multiple components in a sample still 
applies.  It is likely the response of each peptide analyzed individually would be 
higher; however, assessment of relative changes in the fractional composition of 
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each charge state is still possible.  Comparison between the samples can be done 
because each M/A sample is a ternary mixture of the three peptides and any 
suppression effects should be the same in each sample.  Figure 2‐24 shows a 
clean spectrum with all peaks assignable to various charge states of the peptides 
in the sample.   
As in the previous study with AngII and RS, the trend towards higher 
charge state with higher M/A ratios continued in the angiotensin study using 
formic acid as a source of protons.  Figure 2‐25 displays a plot of the fractional 
abundance for each charge states for AngI as a function of the M/A ratio.  Note 
that the AngI (+4) and (+2) species crossover in relative intensity around M/A 700 
(black arrow).  This indicates the point the relative intensities of the +2 and +4 
charge states are equal.   
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Figure 2‐24:  A mass spectrum of an equimolar mixture containing angiotensin I, II and III in 50 mM formic acid 
(M/A 250) acquired on Quattro Ultima Triple Quad.  Charge states of each peptide are labeled. 
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Figure 2‐25:  Plot of signal intensity for the different charge states of angiotensin I 
as a function of the mole ratio of formic acid to the analyte.  
 
 
 
Figure 2‐26 displays a plot of the fractional abundance for each charge 
state for AngII as a function of M/A ratio.  The AngI (+3) species grows in 
intensity as the (+2) decreases. This data may be compared with the plot for 
AngII using CHCA matrix shown in Figure 2‐19. 
  The final peptide analyzed is AngIII, the smallest and most basic peptide 
in both studies.  This is the only plot where the +1 charge state is not the lowest 
in percent of signal.  Overall, the peptide has the lowest overall +3 and higher 
charge state composition with most of the peptide in the +2 charge state as 
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displayed in Figure 2‐27.  The explanation for this behavior is the size of the 
peptide likely makes having multiple protons in close proximity a higher energy 
species. 
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Figure 2‐26:  A plot of percent of total signal for each of the charge states of AngII 
as a function of the mole ratio of formic acid to the analyte.   
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Figure 2‐27:  A plot of percent of total signal for each of the charge states of 
AngIII as a function of the mole ratio of formic acid to the analyte.   
 
 
 
Peptide Charge State as a Function of Source CID Acceleration Voltage 
 
  Lastly, it was discovered during the course of this study (fortuitously) that 
the fragmentor voltage setting has a strong influence on the observed charge 
state distribution of the peptides.  Typically, this setting is used to produce in‐
source collision induced dissociation (CID) of analytes.  Higher voltage offsets 
between the interface capillary and the skimmer help to dissociate solvent 
clusters and solvent adducts from the analyte.  At very high settings (analyte 
dependent), the ion will undergo CID and fragments of the analyte will be 
observed in the mass spectrum.  At very low fragmentor settings, a large number 
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of solvent adducts, water adducts and overall lower response is observed.  For 
this reason, the fragmentor voltage is typically optimized to balance between 
these extremes and optimize for particular analyte signal while reducing 
fragmentation.  This is done by gradually increasing the fragmentor setting until 
the intact parent ion reaches a maximum intensity, further increases lead to 
decreasing signal. 
  Higher fragmentor voltage offsets were having the result of reducing the 
charge state of the peptides.  In effect, this is a form of CID.  This source CID 
occurs in the region between the capillary exit and the first skimmer at 
intermediate vacuum (see Figure 2‐11).  Equation 2‐11 shows a proposed 
reaction for the reduction in charge state from +3 to +2.  This region of the mass 
spectrometer is at intermediate vacuum with solvent (such as methanol and 
water) vapor molecules present.  By accelerating the analyte and colliding with 
nitrogen gas and other solvent molecules, this process imparts energy into the 
analyte resulting in the cleavage of bonds.  In this case, a proton adduct is lost, 
resulting in a lower charge state [39]. 
 
                      
_3( 3 ) ( 2 )Internal energy 2Peptide H Peptide H H+ ++ ⎯⎯ ⎯ ⎯ ⎯→ + + +  (2-11) 
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As a result of this discovery, an experiment was designed with one of the 
samples from the M/A study in which the fragmentor voltage was increased in 
increments of 25V and the charge state distribution was measured.  The M/A = 
500 sample containing RS and AngII was used for this experiment.  The effect of 
systematically increasing the fragmentor voltage on RS is displayed in Figure 2‐
28.   
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Figure 2‐28:  Renin substrate charge state shown as percent abundance as a 
function of fragmentor voltage 
 
 
 
At higher fragmentor voltages the intensity of the higher charge states decrease 
as H+ is lost from the cluster to form the lower charge states.  In the RS example, 
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the +2 (and +2 Na adduct) increase greatly with fragmentor voltage while the +3 
and +4 peaks decline.   
AngII displays similar behavior at higher fragmentor voltages as shown in 
Figure 2‐29.  The (+1) charge state increases as the fragmentor voltage is 
increased.  The increase in relative abundance of the +1 charge state appears to 
come from AngII (+2) charge state since there is a corresponding decrease as the 
(+1) grows.  Higher voltages in the instrument produces ions with higher 
velocities (i.e., higher kinetic energy) and therefore, collisions with gas molecules 
impart more internal energy to the cluster at high fragmentor voltages.  Peptides 
with higher internal energy lose charge, and a portion of these ions are converted 
to lower charge states in the gas phase. 
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Figure 2‐29:  AngII charge states as a function of fragmentor voltage 
 
 
 
Figure 2‐30 displays the decomposition (in source CID) of the matrix 
compound CHCA as the fragmentor voltage increases.  Note that that the peak at  
m/z=172 is due to the loss of water from the protonated molecular ion of the 
matrix and increases in intensity at the cost of the intact (M + H)+ precursor.  The 
following equations describe the formation and decomposition of different 
CHCA species observed in the spectrum of CHCA.  The species tracked in the 
decomposition plot shown in Figure 2‐30 are described in Equations 2‐12 to 2‐16. 
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The peak at m/z 190 is proposed to occur through the Equation 2‐12.   
 
 ( )M H M H+ ++ ⎯⎯→ +  (2-12) 
 
At low fragmentor voltages, a peak at m/z 207 is observed.  A separate 
confirmatory experiment found this species in matrix only solutions.  It is 
proposed to correspond to a water cluster of the matrix radical cation as shown 
in Equation 2‐ 13. 
 
    2 ( 2 )M H O M H O
+ + ⎯⎯→ +g +g
2
     (2-13) 
 
It is assumed that any species that is increasing in Figure 2‐30 is a decomposition 
product of a larger precursor ion.  As the fragmentor voltage is increased, a peak 
at m/z 172 can be seen to increase; this ion is likely due to the loss of water from 
the protonated matrix ion as shown in Equation 2‐14. 
 
 2( ) ( )M H M H O H O
++ ⎯⎯→ − ++  (2-14) 
 
 
Therefore, m/z 172 may be a product of m/z 190.  A second assumption is that in 
order to get to the fragmentor region of the spectrometer (Figure 2‐10), the 
species must be an ion.   
The initial increase in the peak at m/z 212 is proposed to occur through 
fragmentation of a +2 disodiated species (Equation 2‐15) and/or fragmention of 
the sodium bound dimer (Equation 2‐16).  A peak corresponding to the m/z of 
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the sodium bound dimer (m/z 401) was observed in the mass spectrum but is not 
shown in Figure 2‐30 due to its low abundance.  
 
 2( 2 ) ( )M Na M Na Na+ ++ ⎯⎯→ + + +  (2-15) 
 
 (2 ) ( )M Na M M Na+ ++ ⎯⎯→ + +  (2-16) 
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Figure 2‐30:  CHCA related peaks and fragments as a function of fragmentor 
voltage.  M/z 190 is the protonated compound, m/z 172 represents loss of water 
while m/z 207 is a water adduct and m/z 212 is a sodium adduct. 
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Conclusions 
The ESI‐MS analyses of solutions of typical MALDI compositions revealed 
useful information on the charge states of the peptides at different M/A ratios. 
Particularly insightful was the role of an acidic matrix (CHCA) as a source of 
protons for the charging of the peptide in these studies.  This role was mimicked 
by substituting a common acidic modifier, formic acid, at the same concentration.  
The acidic matrix effect was displayed by the increase in higher peptide charge 
states corresponding to higher M/A ratios.  Calculations using the acid 
dissociation constant for CHCA show an increasing [H+]/[Peptide] ratio as the 
solution M/A ratios increase. 
Comparison of these ESI‐MS results to theoretical calculations using the 
ACD pKa calculator indicate there is reasonable agreement to what is predicted.  
For example, ACD pKa calculator predicts the most abundant charge state of RS 
to be +4 charge state and for it to be 52 % of total charge distribution.  The ESI‐
MS experimental data had a range of 70 – 75% RS for +4 charge state and it was 
also the most intense charge state observed for the M/A solutions.  This effect 
was observed on two different instruments and in two separate experiments 
studying different test peptides.  As a note of caution, peptide charge state was 
also found to be related to instrument settings such as fragmentor voltage 
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(source CID).  The fragmentor setting was shown to alter the charge state in the 
gas phase by reducing the charge states at high voltages. 
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Chapter 3: Mass Spectral Imaging of MALDI 
Samples 
 
Introduction 
 
MALDI Imaging is a technique used in the determination of analyte 
distribution in two and three dimensions; a specific application is determination 
of the intensity and localization of a target molecule in a biological tissue sample.  
Data from successive 12‐20 micron tissue sections can be combined to add a z‐
dimension to the x, y data obtained from individual slices allowing a 3‐
dimensional molecular image of a sample [1].  This area of research, which began 
around 1997 [2], has been steadily increasing in interest and activity.  The 
number of publications on MALDI imaging increases each year in the mass 
spectrometry, pathology and histology literature [2‐5].  The combination of 
MALDI MS, already a powerful technique, with the emerging technique of Mass 
Spectral Imaging (MSI), adds spatial information for a specific analyte in 
biological tissues and many other surfaces.  A benefit of this approach is that 
hundreds of analytes can be imaged in a single imaging experiment [6].  MALDI 
imaging has been applied in a variety of studies, mostly biological. Many 
different types of analytes have been imaged, including protein [7] and peptide 
[8] biomarkers, small molecule endogenous metabolites [9] and drugs [10] as 
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well as lipids [11], and oligosaccharides [12].  For example, it has been reported 
frequently for the characterization of the boundary between tumor tissue and 
healthy tissue [13] in biopsy samples.   
When a new technology is introduced it is usually compared to existing 
methods for validation.  For example, molecular imaging data are also obtained 
from fluorescence microscopy using antibody fluorescent tags.  This is done by 
fluorescently labeling a single target analyte employing immunochemical 
techniques.  For example, green fluorescent protein is an expressed recombinant 
protein designed to bind a specific compound using monoclonal antibodies.  A 
fluorescent image is then displayed indicating regions where the label has bound 
to the analyte [14, 15].  
Though the majority of MALDI Imaging applications are for biological 
samples, many other surfaces and materials have been investigated by this 
method.  In fact, MALDI imaging can be employed in the analysis of any solid 
sample that can be thinly sectioned and applied to a target plate.  MALDI 
imaging has also been used to study polymer segregation in prepared MALDI 
spots [16, 17].  A few examples of other MALDI Imaging applications have been 
the determination of metabolites and agrochemical compounds in soya plants 
[18, 19], and the imaging of phospholipids and hexose oligosaccharides in cereal 
flakes [20].  Latent fingerprints have been studied using MALDI Imaging with 
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success.  Analytes such as triglycerides, vitamin E and amino acids were imaged 
from the fingerprint [21]. As can be seen from these examples, there is great 
potential of the MALDI Imaging technique regarding the types of problems to 
which it can be applied. 
The procedure for a MALDI Imaging experiment can be briefly 
summarized by describing the preparation of a biological tissue specimen.  The 
method begins with the sectioning of the sample to create a very thin section or 
layer of tissue.  A cryostat apparatus is employed to slice tissue to a uniform 
thickness, usually 10 – 20 um.  The whole tissue is mounted on a chuck with 
optimal cutting temperature (OCT) polymer as a microtome blade on a second 
stage takes micrometer sized steps to section the tissue.  The tissue sectioning 
process occurs in a – 20° C compartment to ensure the sample remains solid.  The 
thin tissue section is then thaw mounted directly onto the stainless steel MALDI 
target plate.  Sometimes the tissue is rinsed and desiccated before matrix 
application to enhance the sensitivity of peptides and proteins [22] by removing 
phospholipids.   
 
Matrix Application Methods 
As MALDI is critically dependent on good sample preparation, the 
application of matrix is the most important step in a successful MALDI Imaging 
experiment.  This step must extract the desired analytes from the tissue and 
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incorporate them into the matrix crystal.  Proper care must be taken to prevent 
analyte delocalization, while still efficiently extracting the desired analytes [10].  
The goal in method development is to select the best extraction solvent and 
matrix combination.  Various methods have been used to apply the matrix 
solution to the tissue. A major consideration is not to over wet the tissue or 
surface, otherwise the analytes can diffuse and spatial information will be lost.  
Many of the following techniques attempt to balance between analyte extraction 
and preservation of analyte location.  One of the first reported uses of MALDI 
Imaging in a 1997 paper by Caprioli [2] utilized electrospray deposition as the 
method for matrix application.  This was done using a setup similar to the ESD 
apparatus described in this thesis except that gas nebulization was added. 
There are several commercial devices available for automated matrix 
deposition.  The ImagePrep from Bruker Daltonics (Bremen, Germany) creates a 
matrix aerosol by vibrational vaporization to evenly coat samples.  Leap 
Technologies (Carboro, NC) offers the TM Sprayer that uses a heated nebulizer 
to create a fine mist of matrix solution that quickly dries on the sample.  A third 
commercial option is the SunCollect MALDI Spotter (SunChrom, Napa, CA) 
with the tissue imaging add‐on accessory, which sprays matrix solution by 
pneumatic atomization.  Very high density spotting is also possible with the 
MALDI Spotter using individual 4 nL volume spots.  A last example is the 
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Portrait 630 Spotter offered from Labcyte (Sunnyvale, CA).  This spotter is based 
on the technology of acoustic droplet ejection developed by Caprioli [23].   
Many non‐commercial methods have also been tried.  The more common 
approaches use a TLC sprayer, manual pipetting and an artist’s airbrush.  With 
the exception of manual pipetting, these methods involve the use of air or 
nitrogen to disperse the matrix solution through nebulization.  Solvent free 
matrix deposition by sublimation has also been demonstrated by some 
researchers.  At elevated temperatures and reduced pressures several MALDI 
matrices will undergo sublimation and coat the sample with an even layer of 
small crystals [24‐27].  Another method is the use of a desktop inkjet printer to 
deliver picoliter volumes of matrix solution to the tissue surface [28].  In a 2007 
Analytical Chemistry paper the inkjet application method was reported to extract a 
particular phospholipid better than application via airbrush or ESD.  A 
commercial version of the chemical inkjet printer is offered by Shimadzu 
(Columbia, MD) called the CHIP‐1000.  Another technique employed to apply 
matrix is a device called an oscillating capillary nebulizer (OCN) [29].  The OCN 
is a special type of nebulizing device that produces small droplets by the 
oscillation of an inner capillary containing liquid placed inside a second 
capillary.  A gas flow in the region between the two capillaries causes oscillation 
of the inner capillary and the production of small size droplets.  This work noted 
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the small crystal size and homogenous matrix distribution resulted in excellent 
images of phospholipids in rat brain. 
 
MALDI Imaging Protocol 
Once coated with matrix the tissue is now ready for the imaging 
experiment in the MALDI TOF mass spectrometer.  Typical acquisition times 
range from an hour to over 24 hours for high spatial resolution images of larger 
tissues.  The spatial distance between laser spots is generally 20 – 100 um on 
commercial MALDI TOF instruments.  A higher resolution setting (smaller raster 
step size) results in longer acquisition times and much larger, typically gigabyte‐
sized data files.   
As an example, a typical coronal rat brain section is approximately 15 mm 
x 10 mm (15,000 x 10,000 um).  The researcher uses the imaging software to draw 
a rectangle covering the tissue area.  This directs the instrument to which x,y 
coordinate region to collect data from the sample surface.  Coordinate x1, y1 is 
usually on the lower left side of the rectangular area and the experiment 
continues line by line until coordinate x300, y200 is acquired.  Using a 50 um 
raster step size, this image will contain 60,000 pixels.  Each pixel has a 
corresponding mass spectrum covering the mass range that was selected.  
Similarly, a 100 um raster step size will result in (150 x 100) = 15,000 pixels.  
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Another benefit of a smaller raster step is that more of the tissue is covered with 
less unsampled tissue in between raster spots. 
Special imaging software is required to process the large data files 
produced in the imaging experiment.  A single imaging data file contains all of 
the mass spectra from each x,y coordinate.  The software allows the user to 
inspect different regions of the tissue and display a mass spectrum representing 
the sample at the cursor location.   If a particular mass is selected, then an image 
across the entire tissue can be presented for just that one mass.  Many images 
from hundreds of m/z can be generated from the imaging experiment.  Various 
color schemes can be used to generate ion images. Several processing algorithms 
such as averaging and background subtraction can also be performed on the data 
to be able to best visualize images which at times can be faint for low level 
analytes.   
The motivation to perform a MALDI imaging experiment is a desire to 
determine the two‐dimensional distribution of an analyte in a tissue or other 
surface.  There has to be some benefit for determining this level of spatial 
information on the sample, otherwise the sample could be homogenized and the 
analyte extracted.  In biological tissue imaging, the researcher’s goal is often to 
gain a functional understanding of concentration differences that could elucidate 
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either mechanism of action, functional role or toxicity of a particular molecule [6, 
30].   
 
Objective of Study 
 
The objective of the work described in this chapter is to apply MALDI 
imaging’s capabilities to the analysis of MALDI samples containing peptide 
analytes.  As discussed in Chapter 1 of this thesis, ESD produces a very 
homogenous sample on the MALDI target.  There is minimal segregation of the 
different components within the sample, and previous studies have shown that 
the analyte is evenly distributed throughout the sample [31].  In comparison, a 
sample prepared using the dried droplet technique has locations enriched in 
analyte and other areas where there is no analyte.  There are several methods 
MALDI practitioners have used to prepare samples.  Three that are compared 
here are the dried droplet, fast evaporation and electrospray deposition (ESD).   
One of the first used and most basic methods for MALDI sample 
preparation is the dried droplet method [32].  This is usually done by premixing 
a matrix and sample solution, and then pipetting a small volume (approximately 
1uL) onto the MALDI target plate.  The sample is then allowed to dry at room 
temperature and pressure. The matrix and analyte solution may also be applied 
to the plate in separate steps.  Even if the second solution is applied after the first 
one dries, the end result is often the same because the second solution dissolves 
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the initially applied layer. Most practitioners are familiar with the ‘sweet spots’ 
from a dried droplet sample; this effect is experimentally visualized by MALDI 
imaging.   
The fast evaporation method uses solvents with high organic 
compositions to produce a thin seed layer of matrix upon which a second 
aqueous solution of analyte is spotted [33].  There is minimal dissolution of the 
seed layer and the effect is a concentration of the analyte in the upper layer of the 
matrix.  The samples prepared in this study are a slight modification to the fast 
evaporation method.  Rather than a matrix‐only seed layer, the matrix and 
analyte are premixed and the final solution composition is 98% methanol.   
These MALDI imaging experiments will provide a ‘molecular picture’ of 
the samples produced by these different sample preparation methods. The 
overall goal is to investigate the homogeneity of analyte distribution and overall 
sample quality in electrospray samples versus the other preparation techniques.   
 
Experimental 
Materials 
Table 3‐1 lists some of the properties of the peptide analytes used in this 
study. Angiotensin II (AngII, peptide purity >98 %, peptide content 69.8 %) and 
bradykinin (peptide purity >95%, peptide content 87.8 %) were obtained from 
Anaspec (Freemont CA).  The matrix compound α‐cyano‐4‐hydroxycinammic 
97 
 
acid (CHCA) MALDI‐MS grade, was obtained from Fluka (Sigma‐Aldrich, St. 
Louis, MO).  The methanol (MeOH) solvent used was OmniSolv LC‐MS grade 
from EMD Chemicals (Darmstadt, Germany). 18 MΩ quality water was obtained 
from a Milli‐Q lab water purification system by Millipore (Billerica, MA).  The 
Waters MassPrep Peptide Standard was obtained from Waters (Milford, MA).  
Table 3‐1 lists the peptides and sequences of the Waters MassPrep Peptide 
Standard. 
 
Table 3‐1:  Amino acid sequence and properties for the peptide analytes used in 
this study. 
 
Peptide  Sequence MW (Da) Isoelectric point† 
Angiotensin II  DRVYIHPF  1046.18  7.5 
Bradykinin  RPPGFSPFR  1060.21  12.5 
†Advance Chemistry Development (ACD) Toronto, ON, pKa Calculator 
Software (v. 5.0.0.184) 
 
 
 
Figure 3‐1 displays a calculated plot of net charge of the peptide as a 
function of pH for AngII and Figure 3‐2 is the net charge vs. pH plot for 
bradykinin.  Net charge plots are a function of the amino acid composition in the 
peptide.  Different numbers of acidic or basic amino acids impart an overall acid, 
neutral or basic character to the peptide. When the net charge crosses the x‐axis 
(zero charge), this pH is equal to the isoelectric point (pI) of the peptide.   
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Angiotensinn II 
Figure 3‐1:  A plot of peptide net charge as a function of solution pH for AngII.  
Plot was calculated using the peptide charge calculator located at 
https://www.genscript.com/ssl‐bin/site2/peptide_calculation.cgi  (accessed Jan. 
2012) 
 
      
Bradykinin
Figure 3‐2:  A plot of peptide net charge as a function of solution pH for 
bradykinin.  Plot was calculated using the peptide charge calculator located at 
https://www.genscript.com/ssl‐bin/site2/peptide_calculation.cgi (accessed Jan. 
2012).   
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Sample Preparation  
CHCA is the matrix used for the sample preparation method study.  The 
CHCA solution was prepared at a concentration of 19 mg/mL (100 mM) in 
methanol.  This solution was diluted to 10 mM for the dried drop samples.  
Peptide stock solutions were prepared at a concentration of 0.01 M.  For example, 
to prepare a 0.01 M stock solution of AngII, 3.7 mg of the peptide was dissolved 
in 0.24 mL water.  The peptide weight was multiplied by both the peptide purity 
and peptide content factors of 0.70 and 0.98 provided by the manufacturer and 
divided by formula weight (1045.2 g/moL) to arrive at the final 0.01 M solution.  
The dried droplet sample was prepared by combining 50 uL of a 10 uM peptide 
solution (in water) with 100 uL of the 10 mM CHCA methanol solution.  Table 3‐
2 displays the dilution procedure for these samples 
 
 
Table 3‐2:  Constant matrix dilution scheme for peptide samples used in the 
dried droplet M/A study.  50 uL of a 12 mM peptide stock solution was 
combined with the specified amount of water to prepare the intermediate 
peptide solutions.  The final dilution prior to analysis was 98 uL matrix (0.1M 
CHCA in MeOH) with 2 uL intermediate peptide solution. 
Intermediate M/A samples  uL H2O  pmol/uL AngII 
pmol/uL 
bradykinin 
Peptide Intermediate Solution 500  0  11959  11921 
Peptide Intermediate Solution 750  40  6644  6623 
Peptide Intermediate Solution 1000  71  4942  4926 
Peptide Intermediate Solution 1500  120  3517  3506 
Peptide Intermediate Solution 2000  200  2392  2384 
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A second imaging study focused on samples of different matrix‐to‐analyte (M/A) 
ratio.  Preparation of the intermediate peptide solutions follows the dilution 
scheme shown in Table 3‐3. 
 
 
Table 3‐3:  Constant matrix dilution scheme for peptide samples used in the ESD 
M/A study.  50 uL of 0.01 M peptide stock combined with the specified amount 
of water to prepare the intermediate peptide solutions.  Final sample was 
prepared by added 20 uL of each intermediate peptide solution to 980 uL of the 
0.1 M matrix solution.  The final solvent composition was 98:2 (methanol: water).   
 
Intermediate M/A samples  uL H2O  pmol/uL AngII 
pmol/uL 
bradykinin 
Peptide Intermediate Solution 500  0  5200  5199 
Peptide Intermediate Solution 1500  47  2680  2680 
Peptide Intermediate Solution 2000  71  2149  2148 
Peptide Intermediate Solution 3500  120  1529  1529 
 
 
The third study in this chapter focused on MALDI imaging for the peptide 
mixture specified in Table 3‐4. There are nine peptides in this peptide mixture; 
their properties and sequences are shown in Table 3‐4. 
 
 
 
 
 
 
Table 3‐4:  Peptide standard mixture in methanol: water (50:50).  Concentrations of each peptide are listed in the 
last column. 
 
Peptide  MW mono pKa Peptide sequence uM
Allantoin  158.0440  189.8 
RASG‐1  1000.4938  9.34  RGDSPASSKP  30.0 
Angiotensin frag. 1‐7  898.4661  7.35  DRVYIHP  33.4 
Bradykinin  1059.5613  12.00  RPPGFSPFR  28.3 
Angiotensin II  1045.5345  7.35  DRVYIHPF  28.7 
Angiotensin I  1295.6775  7.51  DRVYIHPFHL  23.2 
Renin substrate  1757.9253  7.61  DRVYIHPFFHLLVYS  17.1 
Enolase T35  1871.9604  7.34  WLTGPQLADLYHSLMK  16.0 
Enolase T37  2827.2806  3.97  YPIVSIEDPFAEDDWEAWSHFFK  10.6 
Melittin  2845.7381  12.06  GIGAVLKVLTTGLPPALISWIKRKRQQ  10.5 
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Electrospray Deposition  
The electrospray deposition apparatus shown in Figure 3‐3A consists of a 
10kV power supply that applies high voltage directly to a 7.5 cm length of 
stainless steel (SS) HPLC tubing.  The dimensions of this SS tubing are 1/16” 
(0.0625”) o.d. and 0.010” (0.254 mm) i.d.  A SS union connects the HPLC tubing 
to a 3‐way Hamilton valve; the sample is loaded at this point by syringe (Figure 
3‐3B) and then switched over (Figure 3‐3C) to allow a backing flow of 3 uL/min 
of methanol from a Harvard Apparatus model 22 syringe pump to push the 
sample through the tubing. 50 uL of the sample solution was loaded into the 
electrospray deposition apparatus.  A voltage of 5.8 kV is applied to the ES 
needle, which is held at a distance 24 mm above the grounded SS MALDI target 
plate.  The sample was electrosprayed for 90 seconds, depositing approximately 
60 ug of matrix compound and 300 ng peptide onto the target plate.  This results 
in an electrosprayed sample with approximately a 2.5 cm diameter circular spot.  
This apparatus was constructed based on previous generation models in use in 
the Owens lab [34]. 
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A. 
10 kV homebuilt 
power supply
B. C.
Load position Spray position
 
Figure 3‐3:  A schematic and the flow path of electrospray deposition apparatus.  
The setup is shown in panel (A).  The ESD device is loaded by syringe (B).  The 
three way valve is switched so that the sample will flow at a controlled rate by 
the methanol loaded in a syringe pump (C). 
Owens, K. http://esdeposition.wikispaces.com/home (accessed April 2012) 
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Instrumentation 
Imaging experiments were performed on an Applied Biosystems, Inc. 
(Toronto, ON, Canada) 4700 MALDI TOF/TOF Mass Spectrometer controlled by 
4000 Series Explorer v3.0 software.  The 4700 was developed by Marvin Vestal 
and coworkers and is described in the following reference [35].  One of the 
instrument’s distinguishing features is that peptide CID is performed at 1‐2 keV 
by decelerating 20 keV ions produced in Source 1.  The instrument can be used in 
linear mode by turning off the reflector voltages and using the linear detector at 
the end of the flight tube, or in reflector mode where ions are reflected back to 
the reflector detector.  Use of the reflector greatly extends the flight path and 
corrects for kinetic energy spreads.  MALDI imaging requires no modifications to 
be made to the MALDI instrument.  MS Data were acquired in MS Reflector 
mode, with a scan range of 400 – 2000 Da.  The laser is a 200Hz Nd:YAG laser 
operating at 355 nm with 5 nsec pulse and 20 uJ pulse energy.  A total of five 
hundred laser shots were fired per mass spectrum.  The laser intensity was set to 
2200.  Source voltage and Grid 1 voltages were set to 20kV and 14.3 kV 
respectively.  Reflector settings for the two stage mirror were 14.0 and 20.2 kV.  
An Agilent Acqiris 2‐channel digitizer (Model no. DP211) was used to collect 
data from the detector.  It has a 2 Gigasample/sec sampling rate and a 500 MHz 
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bandwidth. Detector voltage on the microchannel plate was ‐2.1 kV.  A schematic 
of the 4700 TOF /TOF instrument is shown in Figure 3‐4. 
 
 
 
Figure 3‐4:  Diagram of the Applied Biosystems 4700 MALDI TOF/TOF mass 
spectrometer.  Figure obtained from instrument operating manual.  Published by 
Applied Biosystems/MDS Sciex, P/N 4361970 Rev. A 10/ 2004. 
 
 
Data Acquisition and Analysis 
The first step in a typical MALDI imaging experiment (i.e, the sectioning 
of tissue) was not needed in this project since the sample is a thin layer 
electrospray deposited MALDI spot. The acquisition area is set by defining the 
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boundaries of the ESD sample using the 4700 Imaging Tool V3 (Biomap, Novartis 
‐Basel Switzerland).  The step directs the mass spectrometer to which x‐y 
coordinates to begin and end the acquisition and on the laser raster step size. 
MALDI instrument settings were optimized manually on an ESD test sample 
prior to the imaging experiment.  The MALDI beam profile in this instrument 
was previously measured to have a circular pattern approximately 50 um 
diameter.  Therefore a step size of 50um will sample a large portion of the sample 
area, however as shown in Figure 3‐5 there are still areas in between laser shots 
that go unsampled.  Laser control was set to manual so that the 4700 Imaging 
Tool (Figure 3‐6) could take control; 100 laser shots are taken per pixel.  These 
100 laser shots are averaged together yielding one mass spectrum/pixel.  The 
image software allows for the generation of mass spectra over any region 
selected by the user.  This is particularly useful in determining differences in the 
sample from one region to another.   
The imaging experiments performed in this study are initiated from the 
4700 Imaging Tool program and last approximately 4 hours per sample.  The 
imaging file is then imported into the Biomap software (version 3.7.5.2, Novartis, 
Basel, Switzerland, downloaded from http://www.maldi‐msi.org, accessed 
January 2008).  Different functionality in this software allows the user to either 
view the mass spectrum at a particular pixel or over larger areas.   
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A B
50 um raster step 
Figure 3‐ 5:  A schematic (A) illustrating the amount of tissue not sampled even 
when the smallest raster step size is selected. 3‐5B is a micrograph at 200x 
magnification of an ESD sample after an imaging experiment was conducted at 
50 um raster step size. 
 
       
A B
 
Figure 3‐6:  A). The sample boundaries are set using the 4700 Imaging Tool 
interface.  This tool provides the dimension in microns. B). An ESD sample after 
an imaging experiment.  The red corners are places where the user sets the 
upper, left, right and lower boundary for the imaging experiment. 
 
 
A crosshair cursor is used to survey the entire sample for targeted masses 
or unknowns.  Biomap has several tools available to process and visualize the 
imaging data.  For example, a background subtraction algorithm helps to observe 
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species that are at low concentration levels in the sample.  Different color 
schemes and averaging methods process the image data so that visualization of 
desired masses can be optimized. Figure 3‐7 shows the image for AngII (M + H)+. 
The ion images presented in this chapter are labeled with the type of processing 
in the header. An ion image can also be viewed in voxel mode.  This is where 
each pixel is given a specific color representing the peak intensity of the analyte 
selected.  This can be thought of as the raw data prior to averaging and 
smoothing.   
 
 
      
A. B.
Figure 3‐7:  A). Ion image of m/z 1046.25, the protonated AngII species.  The 
rainbow color scheme is selected and the image features are smoothed and 
blended.  The box indicates the number of pixels averaged to create the mass 
spectrum shown on the right (B.) 
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Results and Discussion  
 
Comparison of MALDI Sample Preparation Techniques using MALDI Imaging 
The images shown in Figures 3‐8(A‐C) are created using the protonated 
AngII (M + H)+ signal.  Note that clear differences in peptide distribution within 
a sample can be visualized in both the dried droplet and fast evaporation 
samples.  However, the cause of analyte heterogeneity in these two samples 
appears to come from separate sources.  A dried droplet sample can take several 
minutes to dry depending on the solvent composition and relative humidity in 
the lab.  This leaves time for larger crystals to form, which contain higher 
concentrations of analyte as shown in Figure 3‐8A.  The areas in between the 
larger crystals have significantly lower amounts of analyte, and sometimes no 
analyte is detectable from these regions.   
In comparison, the sample prepared by the fast evaporation technique 
appeared to dry immediately upon pipetting onto the target plate.  The result is a 
much smaller crystal size with a consistent, flat layer of sample.  Due to lower 
surface tension of the organic solvent, the sample does not bead up on the 
surface and in fact spreads beyond the wells designed to contain each sample.  
Hydrophobic polishes on the sample plate may be used to help to control the 
spreading of high % organic samples.  The fast evaporation sample (Figure 3‐8B) 
reveals a surface with fewer sweet spots than in the dried droplet sample.  
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Although the sample has some similarities to the ESD sample when viewed 
under 60X magnification, the MALDI imaging experiments show the fast 
evaporation sample does not have uniform analyte intensity across the sample.  
The fast evaporation sample does not dry as quickly and evenly as in ESD.  
Examining the ion image for the AngII analyte in Figure 3‐8B, it appears the 
sample has uneven thickness, possibly due to the direction the solvent ran when 
pipetted onto the plate.  These intensity differences observed in the fast 
evaporation sample are likely due to the fast and uneven spreading of the sample 
solution.  Note particularly that sample did not collect in the indented ring 
forming the sample well on the sample plate surface.  These stainless steel plates 
received a hydrophobic polish at one time, and it is likely that the well region 
still has a residual hydrophobic surface that repels the sample.  The MALDI 
imaging result shows a low intensity region where this ring is located.  The 
intensity differences in the remainder of the fast evaporation sample could be 
caused from unevenness in the way the sample dried.  With this sample, it is not 
as easy to hypothesize if the variation in ion intensity comes from sample 
thickness differences or if there are actually differences in peptide concentration 
in the solid sample.  The image has the appearance of a solution that dried 
unevenly due to unlevel bench top or plate. 
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When the (M + H)+ for AngII is plotted for the ESD sample (Figure 3‐8C), it is 
clear this type of sample preparation produces the most homogeneous 
distribution of peptide.  Intensity is highest in the center and drops off towards 
the edges of the circle. 
 
 
   
Fast evap. B.A.Dried droplet 
            
D.  Rainbow color scale 
ESD C.
Figure 3‐8:  Biomap images of the protonated AngII peptide prepared by the (A) 
dried droplet, (B) fast evaporation and (C) ESD techniques.  Panel D is a BioMap 
screen shot showing the color intensity scale used in these figures on the left. 
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Figures 3‐9A‐C are generated by monitoring the protonated analyte peak (M + 
H)+ of bradykinin from these same samples.  As in the AngII results shown in 
Figure 3‐8, there are noticeable differences between the sample preparation 
methods regarding regions of equal intensity peptide response.  The dried 
droplet sample (Figure 3‐9A) has the most unpredictable distribution of analyte. 
The fast evaporation sample also shows variations in the intensity and 
distribution of analyte, making them difficult to analyze effectively without the 
MALDI imaging results.  Only ESD is able to make samples with reproducible 
and predictable distributions of analyte.  If using the same or similar ESD 
apparatus under the conditions used in this work, one can take many replicate 
acquisitions from the central region of the ESD spot and expect to obtain higher 
signal reproducibility than the same region from either a dried droplet or fast 
evaporation sample.   
The increase in peptide signal observed in the ESD image (Figure 3‐9C) 
toward the center of the sample spot is interpreted here as resulting from 
differences in sample coverage density.  Sample coverage in ESD deposited 
MALDI samples has been investigated by Szyszka [36].  One of the factors 
related to sample coverage was the degree of saturation of the matrix solution, 
where more highly saturated solutions provide the highest coverage of matrix.  
Another possibility for the intensity patterns observed for the ESD samples is 
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that the sample is actually thicker in the center of the spot.  No thickness 
measurements were made in this study, and it should be noted the work by 
Szyszka found that increased intensity of analyte signal in the center of MALDI 
samples was due to higher sample coverage rather than differences in sample 
thickness [36].  
Note that laser shots that removed sample to bare metal would be 
expected to desorb a greater amount of bulk material. With a thin ESD sample, in 
this experiment the laser removed most of the material down to bare metal.   
 
 
   
A Dried droplet B Fast evap.
C ESD 
 
Figure 3‐9:  Ion images for the bradykinin M+H+ ion at m/z = 1060.6, prepared 
by (A) the dried droplet method, (B) the fast evaporation method and (C) ESD.   
 
114 
 
Therefore, in areas where the sample is more densely covered, a larger signal 
results.   
The data shown in Figures 3‐8C and 3‐9C indicate that both peptides yield 
ion images for the molecular (M + H)+ ions that are nearly identical in the ESD 
sample.  There is almost complete overlap of these images that indicates the two 
peptides are distributed evenly in the ESD sample. Samples prepared by the fast 
evaporation method have a better quality and consistency than the dried droplet, 
yet there is still evidence of drying irregularities as shown by the images.  As the 
MALDI images do not show an uneven drying pattern as in the fast evaporation 
samples, it is likely that the ESD process in comparison yields a dry particle by 
the time it reaches the target.  A circular spray pattern is produced as the 
droplets are dispersed from the charged capillary, and there is no fluidity to the 
sample when it reaches the plate as in dried droplet and fast evaporation.  The 
result is an even and consistent surface.  These MALDI ion images of the ESD 
samples indicate that there is a gradual decrease in analyte intensity from the 
center toward the edges of the sample.  This pattern is the same for both AngII 
and bradykinin peptides.  Under the operating conditions described in the 
experimental section, the ESD apparatus spray pattern appears to deposit the 
most sample directly under the capillary.  The imaging results indicate there is a 
gradual decrease in amount of material deposited farther from the circle center.   
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ESD Sample Coverage and Spray Patterns 
Electrospray droplet size has been studied and it has been demonstrated 
that the droplet size is largest in the center of the spray and smallest towards the 
outside [37, 38].  Based on observations of the ESD sample spot as a circular 
pattern on the MALDI plate, the spray pattern can be envisioned as a cone as 
shown in Figure 3‐10. The hypothesis is that droplet sizes get smaller the farther 
the distance they are deposited from the central axis.   This phenomenon is a 
result of the jet breakup process and the production of satellite droplets in 
electrospray and was researched by Fernandez de la Mora [39]. 
The ESD sample is visually less densely covered near the outer rim of the 
sample, and the ion images are consistent with this.  Upon inspection of the 
micrograph of an ESD sample shown in Figure 3‐11, it appears that there is 
higher density of sample coverage in the center of the sample that drops off 
towards the edges. The arrow points to a boundary where it appears the area of 
high sample coverage begins.  The MALDI images shown in Figures 3‐8C and 3‐
9C provide mass spectrometric evidence of this phenomenon. 
Figure 3‐12 depicts a simplified drawing of the electrospray apparatus 
and the hypothesized spray pattern obtained.  A stable cone jet forms as the 
positive ions are pulled towards the counter electrode.  Small droplets are 
created as the surface tension is overcome, splitting off smaller and smaller 
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Inner region of higher sample coverage 
Droplet sizes gradually decrease toward 
the outer edge of spray 
Outer –smaller, fewer droplets/ cm2 
Figure 3‐10:  A drawing describing the dispersion pattern of charged droplets 
from the ES capillary. A circular sample pattern results on the MALDI plate with 
a 22 mm diameter spot.  There is graduation in droplet sizes from large to small 
moving from the center towards the edge. 
 
 
 
droplets as they shrink.  There is a tendency for larger droplets sizes and 
increased density of sample coverage to occur directly beneath the ES capillary.  
This is shown in the MALDI imaging results of ESD samples presented below.  
Work done by Haulenbeek [40] and Szyszka [36] using AFM and SEM supports 
the hypothesis of larger droplet sizes and increases in sample coverage directly 
beneath the needle.   
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Higher density 
sample coverage 
Figure 3‐11:  The edge of an ESD sample spot at 200x magnification.  The arrow 
indicates a region on the edge where sample deposition density is lower.   
 
 
 
MALDI Sample Morphology 
As the dried droplet solvent composition used in these experiments is 
typically 50 – 80% aqueous, the sample dries slowly when allowed to evaporate 
at ambient conditions.  Under these conditions, larger crystals are formed that 
contain the analyte in the matrix.  Figures 3‐13A‐C display micrographs of the 
dried droplet, fast evaporation and ESD samples, respectively, prepared in this 
study.  It is useful to compare these to the molecular MALDI images shown in 
Figures 3‐8 and 3‐9A‐C as certain features of the ‘ion image’ are found to follow 
physical features of the sample, such as the edge shape or other irregularities that 
can be seen visually.  The dried droplet method typically uses 20 – 30% water 
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Ref. 41 - Akos Vertes 
 
Figure 3‐12:  Schematic of the ESD apparatus and droplet size emerging from the 
Taylor cone.  The inset photograph was obtained from [41] showing the steady 
Cone Jet regime of electrospray. 
 
 
 
in the sample so that the solution will not spread beyond the sample well. 
Mass Spectral Data – Averaged Spectra  
The average mass spectrum showing the peptide peak region for the three 
different sampling techniques are displayed in Figures 3‐14 A‐C.  These spectra 
are created by encircling the entire sample spot with the region of interest  
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Fast evaporation/Thin layerB.Dried droplet A. 
Methanol/Water (67:33) Methanol/Water (98:2) 
C. Electrospray Deposition 
Methanol/Water (98:2)  
Figure 3‐13:  Micrographs of MALDI sample spots (using CHCA matrix) 
produced by the three different sample preparation techniques used.  (A) Dried 
droplet sample at 60x magnification, (B) fast evaporation sample at 60X 
magnification, and (C) ESD sample spot (using the same sample solution as in 
(B) at 10X magnification.  The final solvent composition of each sample is noted 
on the panels. 
 
 
tool in the Biomap software.  These are qualitative tools to assess the entire 
sample in a full range spectrum or of an expanded region focusing on the 
analytes as presented here.  Figure 3‐14A shows the average mass spectrum for 
the dried droplet sample.  It is possible that the low signal intensity is due to the 
fact that in a dried droplet sample many of the pixels have low analyte signal, 
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resulting in a smaller signal when these are averaged across the whole sample 
spot.  Figure 3‐14B displays the average mass spectrum for the fast evaporation 
sample.  Possible reasons that peak intensities are greater than the dried droplet 
sample (Figure 3‐14A) are that this type of sample has a more even distribution 
of analyte signal, and few areas that have very low analyte signal.  There is also a 
possibility of higher response factors from this type of sample.  Further studies 
would be necessary to confirm this.   
Figure 3‐14C shows the average spectrum for the ESD sample.  Note the 
differences in the extent of alkali adduct adduction observed as a function of the 
method of sample preparation and solvent composition. The spectrum shown in 
Figure 3‐14A is from the dried drop preparation of AngII and bradykinin in 
CHCA and the spectrum shown in Figure 3‐14B is of the same analytes in high % 
organic solvent composition (98:2 methanol/water) prepared using the fast 
evaporation method. 
The ESD sample covers a much larger area on the sample surface than the 
other two preparation methods.  As a result of applying the same amount of 
sample over a much larger area, the average intensity is much lower compared to 
the fast evaporation spot.  The advantage of a larger sample area is the ability to 
acquire multiple replicate spectra from fresh locations within the same sample.  
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Quantitative studies require high precision as determined by the repeatability of 
the ion intensity within a sample. 
.   
Brady MH+ 
Ang II MH+ 
Dried droplet 
Brady MH+ 
alkali adduct peaks 
Fast evaporation 
Ang II MH+ 
Ang II MNa+ 
Brady MNa+ 
Ang II MK+ 
B 
A 
Brady MK+ 
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C 
Ang II MH+ 
Electrospray Deposition 
Brady MH+ 
AngII MNa+ 
AngII(M-H+Na+ Na)+ 
Brady MNa+ Brady(M-H+Na+ Na)+ 
AngII(M-2H+2Na+ Na)+ 
Figure 3‐14:  A) Entire sample average mass spectrum for the dried droplet 
sample. B) Entire sample average mass spectrum for the fast evaporation sample. 
C) Entire sample average mass spectrum for the ESD sample 
 
 
 
With slower drying times, there is some segregation of small inorganic 
cations and anions (Na+, K+, Cl‐) away from the analytes as the matrix crystal 
slowly grows.  The very polar anions and cations are not incorporated into the 
matrix‐analyte crystal. This has the effect of reducing the extent of alkali adducts 
in the dried droplet sample when compared to a fast evaporation and ESD 
samples.  The effect is most noticeable by comparing the spectrum in Figure 3‐
14A to 3‐14B and C.  The mass spectra produced from the fast evaporation and 
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ESD sample have similar alkali adducts because in both samples the solvent is 
rapidly evaporated. 
One of the more interesting early observations is the similarity in the fast 
evaporation average spectrum and the ESD average spectrum.  The averaged 
mass spectrum from the dried droplet sample shows reduced amounts of alkali 
adduct peaks as the longer drying time leads to segregation of these ionic species 
from the analyte.  These results indicate that the quickly drying fast evaporation 
sample resembles the way an ESD sample dries.  However, the imaging results 
found that even though the sample is more consistent and analyte distribution 
better than dried droplet samples, there are still some differences across the 
sample in signal intensity that don’t exist for the ESD sample. 
 
MALDI Imaging of Dried Droplet Samples with Increasing Matrix‐to‐Analyte (M/A) 
Ratios 
 
It has been shown above that MALDI imaging is a useful method for 
comparing the analyte distribution in MALDI spots prepared using different 
sample preparation techniques.  This section discusses experiments performed 
on samples where the M/A ratio is incrementally increased.  The first set of 
results display the dried droplet images for AngII in samples of increasing M/A 
ratio.  Note that the samples were prepared such that the matrix concentration in 
each sample is constant; only the analyte is varied to change the M/A ratio.  Since 
 
124 
 
the matrix is often added to the sample at a 100 to 10,000x mole ratio to the 
analyte, it has the greatest affect on the appearance and quality of the final co‐
crystallized sample.  The fixed matrix approach provides MALDI samples that 
are similar in consistency and morphology to each other.  
Figures 3‐15A‐E display the MALDI imaging results for the AngII (M + 
H)+ ion in order of increasing M/A in CHCA matrix for samples prepared using 
the dried drop method.  Note that the sweet spots (clusters of sample with high 
analyte intensities) are more numerous in the M/A = 500 and 750 samples as red 
indicates highest intensity on the color scale.  With matrix concentration 
constant, a lower M/A = higher peptide concentration. 
Figure 3‐16 displays the ion images obtained for the (M + H)+ ion of 
bradykinin peptide at increasing M/A ratios in CHCA matrix.  The samples were 
prepared by the dried droplet method.  The M/A plot derived from these data 
are included in Figure 3‐16.  The M/A 500 sample has the highest average signal.   
The shape of the M/A plot for bradykinin is atypical; the plot for AngII is closer 
to what is expected.   The first two data points in the bradykinin plot are most 
likely off due to the high variability associated with the dried droplet sample 
preparation technique. 
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Figure 3‐15: Ion images of the protonated AngII for dried droplet samples 
prepared at varying M/A ratios using CHCA as matrix: A) M/A=500, B) 
M/A=750, C) M/A=1000, D) M/A=1500 and E) M/A=2000.  The red oval in the 
bottom right corner indicated that these images are of the m/z 1046.6 ion. 
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Figure 3‐16:  Ion images of bradykinin in dried droplet samples prepared at 
varying M/A ratios using CHCA as matrix: A) M/A=500, B) M/A=750, C) 
M/A=1000, D) M/A=1500 and E) M/A=2000. 
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M/A Plots Derived from Dried Droplet Imaging Data 
M/A plots obtained for AngII in CHCA (Figure 3‐17) show that the signal 
saturates near M/A 1000.  As more analyte is added to the matrix the signal for 
AngII begins to drop off at lower M/A ratios.  At the point, there is not sufficient 
matrix for analyte desorption/ ionization and the MALDI process becomes 
inefficient. 
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Figure 3‐17:  A conventional M/A plot of AngII in CHCA using ESD sample 
preparation. This experiment was performed by taking the average (M+H)+ peak 
area (y‐axis) from three replicate acquisitions at each M/A level.    
 
Figure 3‐18 displays the M/A plot obtained by taking the average analyte 
(M + H)+ signal height from each sample.  The peak height values were obtained 
by averaging the spectra for all pixels in the imaging experiment.  Both peptides 
have been shown in previous ESD studies to have saturation points near M/A 
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1000 as shown in Figure 3‐17.  Earlier (non‐imaging) experiments such as this 
one were focused solely on determining the M/A behavior by taking replicate 
data at each M/A level.  It is promising to observe quantitative results from an 
imaging experiment.   
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Figure 3‐18:  M/A plots for AngII and bradykinin obtained from the MALDI 
Imaging experiments on dried drop samples. Imaging data points were not 
determined in replicate samples.  Data points for this plot were obtained by 
taking the average analyte (M + H)+ signal height from each sample shown in 
Figure 3‐16.  (Bradykinin dried drop images are not shown). 
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MALDI Imaging of ESD Samples with Varying M/A Ratios 
Figure 3‐19 displays the ion images obtained from the same AngII and 
bradykinin analyte mixture prepared by ESD.  Although the M/A values were 
not exactly the same as in the dried droplet study, the objective of the experiment 
was to discover the relative differences between samples as the M/A is increased.  
Both types of samples were prepared with a constant matrix concentration and 
therefore in each M/A sample the same amount of matrix is deposited.  In 
comparison to the dried droplet samples, the ESD images do not change with 
M/A as drastically.  The pattern is the same for all samples with circular regions 
of ‘iso‐intensity’ in the center of the sample.  
The M/A plot for the protonated peptides is shown in Figure 3‐20.  These 
imaging experiments of ESD samples are unique in regard to the fact that it is 
possible to obtain an average mass spectrum representing the entire MALDI 
sample.  If the entire sample is consumed as a result of both thin layer ESD 
samples and high laser energies, then the final spectrum does represent the entire 
sample.  It is important to note that there are two peptides in these samples from 
which the M/A experiment was performed, therefore the data may not be 
directly comparable to the single analyte M/A plot shown  in Figure 3‐17.  The 
Biomap software does not provide a means to obtain a standard deviation on this 
average, therefore, error bars are not shown in Figure 3‐20. 
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Figure 3‐19:  Ion images of angiotensin II in ESD samples prepared at varying 
M/A ratios using CHCA as matrix: A) M/A=1000, B) M/A=1500, C) M/A=2000 
and D) M/A=3500 
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Figure 3‐20:  M/A plots for AngII and bradykinin obtained from the MALDI 
Imaging experiments on ESD samples. Imaging data points were not determined 
from replicate samples.  Data points for this plot were obtained from a single 
imaging experiment by taking the average analyte MH+ signal height from each 
sample shown in Figure 3‐19 
 
 
MALDI Imaging of a Multicomponent Peptide Standard Prepared by the Dried Droplet 
Technique 
 
The final experiment discussed in this chapter involves imaging of a 
peptide standard containing nine peptides prepared using the dried droplet 
technique.  Since the results from the last experiment did not reveal large 
differences in analyte spatial distributions, it was decided to try a different 
sample containing peptides with greater differences in molecular properties. The 
images of four of the nine peptides are shown in Figure 3‐21.  
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Figure 3‐21:  Dried droplet MALDI ion images of the (M + H)+ signals for the 
following peptides in the nine peptide mixture: (A) AngII, (B) bradykinin, (C) 
AngI and (D) renin substrate.  The dashed circle in panel A represents a groove 
on the target plate designed to contain the solution when spotted.   
 
 
 
As in the previous dried drop images of AngII and bradykinin, there appears to 
be co‐localization of the AngI, AngII, bradykinin and RS peptides.  These dried 
droplet samples appear to incorporate similar analytes, such as small peptides, 
into large crystals, and the crystallization process appears to incorporate them in 
similar patterns.  Further experiments would be needed to study analytes with 
larger differences, such as a polar peptide with a non‐polar peptide or an acidic 
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peptide with a basic peptide.  The other five peptide standards in this mixture 
did not give adequate response to display useful images. This was an equi‐mass 
mixture of peptides but not equimolar; thus the higher MW peptides have lower 
micromolar concentrations.  There is also a strong probability of signal 
suppression from the competition for protonation as has been described by 
Knochenmuss [42].  Some of the acidic peptides were not observed.  Chapters 4 
and 5 of this thesis delve into MALDI response based on peptide sequence, 
matrix choice and polarity of detection.  Future work could focus on the same 
sample being prepared using ESD and imaged by MALDI to analyze for 
response differences between the two preparation methods and peptide 
distribution differences. 
 
Special Image Processing Techniques Reveal Subtle Peptide Localization Differences in 
Samples 
 
Figure 3‐22 shows ion images of the two peptides from the first 
experiment in this chapter (Figure 3‐9A) displayed in voxel mode (rather than 
interpolate view mode).  By converting to this mode, images may be analyzed 
pixel by pixel to locate more precise differences in peptide intensity. 
For example, the ion images on display in Figures 3‐22C and 3‐22D are obtained 
by subtracting the signal representing the protonated bradykinin from the AngII 
(M + H)+ ion image (Figure 3‐22C) and then bradykinin from angiotensin II 
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(Figure 3‐22D).  This type of processing reveals underlying distribution 
differences in the dried droplet sample.  Both peptides have large protonated 
signals so the results of the subtraction process are images with a blue ‐ purple 
indicating low intensity.  This suggests that there is only a small difference in 
peptide response between AngII and bradykinin, which are in equimolar 
concentration in the sample.  Note that some differences in spatial location can be 
visualized by subtracting the signals from each peptide.  For example, a ring of 
increased AngII signal is observed in Figure 3‐22C.  The complementary image 
(bradykinin minus AngII) is shown in Figure 3‐22D.  Note that there is an area 
without color that indicates a region of the sample where the angiotensin had 
stronger response.  In this case, it highlights that ion images showing two 
peptides originally appeared identical but upon a deeper look, there are 
differences in how the peptides distribute in the MALDI sample.  One possible 
explanation for these distribution differences is that the two peptides have slight 
differences in solubility which could account for a minor separation as observed 
here. 
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Ang.II MH+ Brady MH+ A. B.
m/z 1046.5  m/z 1060.5 
   
Brady MH+ C. Ang.II MH+ D.
1060.5 image – 1046.5 m/z image 1046.5 image - 1060.5 m/z image 
Figure 3‐22:  MALDI Images of a peptide from a dried droplet nine peptide 
standard.  Two of the peptides, AngII (A) and bradykinin (B) are visualized here 
in voxel mode.  Images in panels C and D were obtained by subtracting signal of 
one peptide from the other.   
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Conclusions 
These imaging data strongly highlight the importance of the sample 
preparation method for quantitative studies where reproducibility is required.  
The ESD samples investigated using MALDI Imaging revealed large central 
areas of equal intensity signal for the peptide.  With regard to sample 
consistency, the fast evaporation sample was superior to the dried droplet with 
larger regions of consistent intensity.  It has been known to MALDI practitioners 
that dried droplet samples have random sweet spots throughout the sample and 
the imaging data in this chapter confirms this.  The images obtained for the dried 
droplet, fast evaporation and ESD samples contribute to the understanding of 
these preparation techniques.  For example, with the fast evaporation method, 
the direction the liquid flows on a surface influences the morphology of the 
MALDI sample.  In a quickly evaporating sample, areas where the sample 
pooled will likely dry last and have a slightly increased height.  This would have 
to be confirmed with method to measure thickness such as Szyszya’s MALDI 
method for sample thickness [36].  Under the conditions of this experiment 
where the laser removed sample down to the metal plate, thicker or more 
densely covered areas will result in higher signal.  The M/A studies of both dried 
droplet and ESD samples correlated with the traditional methods of determining 
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signal saturation.  There was close agreement to the previously determined M/A 
signal saturation plots for the same peptide and matrix combination.    
Finally, the nine component peptide standard mixture when investigated 
by MALDI imaging revealed significant ion suppression.  Four of the eight 
peptides had (M + H)+ signals significantly lower than the more basic peptides 
bradykinin, AngI, AngII and RS.  In the AngII /bradykinin model system, the 
two peptides do show some differences in the distribution throughout the dried 
droplet sample spot, but there is mostly a high amount of co‐localization of the 
two peptides.  These two peptides are an exception to the usual segregation 
observed in dried droplet samples.  If two or more analytes have similar 
properties, it is believed they are more likely to co‐crystallize.  Also, higher water 
content leads to longer drying times.  One would begin to see more 
heterogeneity in the distribution of these two peptides.   
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Chapter 4:  A Study of Peptide Ion Yield in 
MALDI as a Function of Amino Acid Sequence 
 
Introduction 
The MALDI TOF instrument plays a key role in the area of peptide 
analysis and protein sequencing and identification by peptide mass mapping [1‐
3].  Before MALDI and ESI methods, Edman degradation was the main tool for 
protein sequencing.  The Edman degradation assay is also known as N‐terminal 
protein sequencing.  The free amine on the N‐terminus is labeled with 
phenylisothiocyanate which then is cleaved with the N‐terminal amino acid.  
This phenylhydantoin amino acid derivative can be detected by HPLC to 
determine its identity. 
Peptide sequencing by MALDI typically starts with a tryptic digest of a 
protein or complex mixture of proteins in biological matrix.  For example, a 
digest of the 153 residue protein horse heart myoglobin, MW 16951.5 Da, will 
generate 21 fragment peptides if trypsin is the protease used.  Trypsin is a serine 
protease which cleaves specifically on the C‐terminal side of lysine and arginine 
residues in a peptide sequence. This form of protein identification is referred to 
as the bottom up approach where the detected sequences are used to match those 
in a protein sequence database.  Using MALDI TOFMS the molecular weights of 
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the tryptic peptides are determined.  Additionally, the tryptic peptide may be 
fragmented to generate a unique product ion spectrum that provides the amino 
acid sequence of the peptide directly. 
 
Protein Identification by MALDI TOFMS through Peptide Mass Fingerprinting 
A database search is performed at the single stage MS level using only the 
molecular weights of the intact tryptic peptides in a technique known as peptide 
mass fingerprinting (PMF).  Analysis of a digested protein by MALDI creates a 
mass spectrum of the digested fragments, considered unique for each protein. 
No MS/MS experiments are performed in PMF.  This method is useful for digests 
of isolated proteins such as purified recombinant proteins or those excised from a 
2D gel, however it is not appropriate for complex samples containing digests of 
more than a few proteins.   
 
Peptide Mass Mapping (Sequence Tag Approach) via Fragmentation (MS/MS) Spectra 
 
Another level of information is obtained by fragmenting the tryptic 
peptides and using the determined sequence (and peptide MW).  Product ion 
spectra can be obtained either by MALDI TOF post source decay (PSD) 
experiments or by collision induced dissociation (CID) on a MALDI TOF/TOF.  
Tandem MALDI TOF/TOF instruments [4] can isolate the precursor peptides, 
fragment the precursor and generate MS/MS spectra for each detected tryptic 
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peptide.  The difference in mass of the MS/MS fragments usually corresponds to 
amino acids.  In this manner, the amino acid sequence can be ‘read’ from the 
product ion spectrum. Peptide mass mapping and the related technique PMF 
help researchers both identify proteins in complex biological matrices such as 
plasma, brain and other tissues, and characterize isolated proteins.  The detected 
peptide precursors, and the corresponding MS/MS data are searched against a 
database such as the National Center for Biotechnology Information Protein 
sequence database (NCBI) or Swiss‐Prot Protein Knowledgebase (SwissProt).  It 
is also possible to determine the primary sequence of a protein from N‐terminus 
to C‐terminus in a de novo sequence determination.  De novo sequencing is 
performed when a protein is not in the search database, and therefore the 
sequence must be determined or ‘read’ directly from the MS/MS data.  The mass 
differences between product ions in the MS/MS spectrum correspond to the 
MWs of amino acids or peptide sequences [5]. 
Finally, ladder sequencing methods may be performed using the enzymes 
carboxypeptidase Y and aminopeptidase N to sequence proteins.  
Carboxypeptidase Y starts at the C‐terminus of the peptide and consecutively 
cleaves each amino acid.  If the conditions are controlled, a mixture of various 
fragments corresponding to each possible cleavage will be produced.  The result 
is a ladder containing the parent peptide, then parent peptide minus 1 amino 
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acid and so on.  aminopeptidase N works similarly to carboxypeptidase Y except 
that it cleaves off amino acids from the N‐terminus.   
 
Real Protein Digest Example – Myoglobin Tryptic Digest 
In theory, a single MALDI mass spectrum could contain all 21of the 
peptide fragments from a digest of myoglobin.  Assuming equivalent protease 
cleavage at each site, a digest of 1uM of myoglobin would result in 21 fragments 
each at a concentration of 1uM. The expected trypic fragments for myoglobin are 
given in Figure 4‐1. 
 
 
Figure 4‐1:  A theoretical tryptic digest of myoglobin. 
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In practice, 100 % protein sequence coverage is rare (usually 50 – 80% coverage is 
obtained).  Also, there is typically large variation in MALDI response of the 
tryptic peptides.  There have been studies that have attempted to understand 
some reasons for the variations in peptide response [6‐8].  Figure 4‐2 displays a 
MALDI TOFMS positive ion spectrum of a tryptic digest of 1 uM myoglobin.  
The tryptic fragments are labeled.  Ten of the twenty one fragments are detected 
resulting in 127 residues covered out of a total 154 for 82.5 % sequence coverage.  
The undetected fragments are all less than 750 Da.  Nine of the undetected 
peptides are below the acquired mass range of 600 – 4000 Da.  This range was not 
acquired due to matrix interference peaks.  Note the large range in MALDI 
response for the peptides, while in theory all tryptic fragments are equimolar 
concentration. 
MALDI TOF is also playing an increasing role in general peptide analysis.  
It is the instrument of choice for labs doing primarily analysis of peptides and 
proteins and also peptide biopharmaceuticals in the pharmaceutical industry.  
The development of protein and peptidomimetics for the treatment of disease is 
a growing area relative to the traditional small molecule drugs. 
 
 
Final - Shots 2000 - Myo digest; Run #1; Label 
148
148
 
Figure 4‐2:  MALDI TOFMS spectrum of 1 uM tryptic digest of myogobin in CHCA.  Tryptic peptide numbers are 
labeled.
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One example is the peptide Exenatide from Eli Lilly that has biological 
activity similar to the endogenous peptide glucagon like peptide‐1 (GLP‐1) [9].  
GLP‐1 regulates glucose metabolism and insulin secretion.  The synthetic peptide 
Exenatide was designed to act as GLP‐1 in cells but resists degradation by 
proteases and can enter cell membranes [9, 10]. Though Exenatide has only 53% 
sequence homology to endogenous GLP‐1, it mimics GLP‐1 and binds to GLP‐1 
receptors on pancreatic B‐cells that leads to its anti‐diabetic effect.  This peptide 
was discovered in the saliva from a Gila monster [10]. 
Mass spectrometrists and analytical chemists in general must have the 
methods and technologies ready to characterize these complex materials.  Many 
of these proteins are complex with heterogeneous mixtures of modifications, 
such as phosphorylation and glycosylation. These peptide analysis methods help 
drive drug discovery efforts and also meet the needs of scale up and production 
in the pharmaceutical industry.  
 
Background on Amino Acid Structure and Peptides 
Peptides are repeating patterns composed of monomer of 20 possible α‐
amino acids.  They are linear biopolymers that are made through a condensation 
reaction of two amino acids to create an amide bond.  The amino acids are 
encoded in DNA by nucleotides.  DNA is translated by RNA polymerase and 
transcribed by ribosomes to form peptides and proteins.  Even with a simple 
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tripeptide there are 203 = 800 distinct combinations using the available 20 amino 
acids [11].  All amino acids have an amine and carboxylic acid functional groups 
on each side of a central α‐carbon atom except for proline, which is a unique 
cyclic peptide.  The 20 amino acids vary at the side chain group (R).  These side 
groups have acidic, basic, thiol, aromatic and nonpolar functionality.  
The amino acids with nonpolar aliphatic side chains are glycine (Gly), 
alanine (Ala), valine (Val), leucine (Leu) and isoleucine (Ile), proline (Pro) and 
methionine (Met).  Met contains the nonpolar function group (CH2CH2SCH3) that 
is very similar to a butyl group except that oxidation can occur on the sulfur 
atom.  Proline is a cyclic secondary amino acid; its pyrrolidine group has 
nonpolar properties.   Structures are shown in Figure 4‐3. 
 
 
Figure 4‐3:  The nonpolar aliphatic amino acids 
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The aromatic amino acids are phenylalanine (Phe), trytophan (Trp) with an 
indole group and tyrosine (Tyr), which has a phenolic group that is aromatic and 
uncharged.  Their molecular structures are shown in Figure 4‐4. 
 
 
 
Figure 4‐4:  The aromatic amino acids 
 
There are six uncharged polar amino acids (Figure 4‐5) that include serine (Ser) 
and threonine (Thr) both containing a hydroxyl group.  Cysteine (Cys) contains a 
thiol group (‐SH) that can form disulfide bonds with other Cys residues.  
Asparagine (Asn) and glutamine (Gln) have uncharged amide groups on their 
side chain.  Phenylalanine is uncharged but is classified with the aromatic amino 
acids.   
The third group is the amino acids with charged polar side chains (Figure 
4‐6).  There are three basic and two acidic amino acids.  The basic amino acids are 
lysine (Lys) with a butylammonium group, arginine (Arg) containing a 
guanidino group and histidine (His) which has an imidazolium ring. Arg and 
Lys side chains are positively charged below ~ pH 10. The acidic amino acids are 
aspartic acid (Asp) and glutamic acid (Glu).  Their carboxylic groups are 
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negatively charged above pH 3.  Depending on the combination of amino acids 
from these three different groups, the peptide may have an overall acidic, neutral 
(polar or nonpolar) or basic character [11].   
 
 
 
Figure 4‐5:  The uncharged polar amino acids 
 
 
 
 
Figure 4‐6:  The charged polar amino acids 
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Previous Studies Relating MALDI Signal to Structure 
Since the mid‐1990’s there have been several studies in the area relating 
peptide structure to MALDI signal with some common discoveries and a few 
differences.  Researchers have investigated what factors govern ion yields in 
MALDI using different approaches described below. 
Juhasz and Biemann in 1994 observed that highly acidic compounds, such 
as polysuflonated and phosphorylated peptides, are difficult to detect using 
MALDI TOFMS [12].  The authors of this paper noted that one reason for this is 
because highly acidic compounds tenaciously  attach cations such as Na+, K+.  
When these acidic peptides were mixed with a basic peptide containing 
multiple Arg residues, the formation of noncovalent complexes allowed them to 
be detected easily.  The acidic residues Asp, Glu and basic residues His and Lys 
did not participate in these complexes.  This suggests the complex requires a 
strong acid and strong base pair for complexation. 
In a 1995 ASMS poster, Yu et al. [13] presented data showing that the 
detectability of a peptide or protein in the MALDI spectrum increases with 
increasing hydrophilicity of the peptide at high M/A (10,000) ratios. At low M/A 
ratios (420) there was no trend visible in the data.  The conclusion was that the 
hydrophilic peptides have a weaker interaction with gas phase matrix molecules 
(ions) and can dissociate easier.  Their results show the analyte ion signal 
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intensities for hydrophilic peptides are detected with greater abundance using 
CHCA as the matrix.   
Valero and coworkers examined the positive ion MALDI response of 240 
pentadecapeptides [14] in a 1999 report.  This study was based on the control 
sequence, Tyr‐Thr‐Ala‐Ser‐Ala‐Arg‐Gly‐Glu‐Leu‐Ala‐His‐Leu‐Thr‐Thr‐Thr.  This 
base sequence was then substituted at each amino acid position with 15 other 
possible amino acids.  Met, Cys and Trp were not included in this study due to 
the difficulties associated with their peptide synthesis.  The combination of 16 
available amino acids x 15 residues (pentadecapeptide) results in 240 unique 
peptides that were synthesized for this study.  The MALDI yield of each single 
point replacement was compared to the control sequence in order to see the 
effect of the single amino acid substitution.  One of their findings was that 
replacement with aromatic residues showed a trend of increasing MALDI signal 
intensity.  Replacement with the basic residue Arg also correlated to increased 
response, which the authors attributed to improved desorption through a 
guanidinium (Arg) carboxylate stabilization of peptide matrix adducts.   
In 2004 Baumgart and coworkers [6] studied the MALDI response of 140 
synthetic peptides.  Their analysis revealed that peptides having Arg, Phe, Leu 
and Pro showed higher MALDI‐MS peak intensities.  They also studied protein 
digests and noticed that peptides with good response had higher proportions of 
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the same Arg, Phe, Leu and Pro residues.  Baumgart and coworkers suggested 
that MALDI signal depends more on the presence of certain side chains than on 
the overall physicochemical properties of a peptide.  This work also concluded 
that Arg containing peptides have a significantly higher MALDI response than 
Lys containing peptides and therefore in a protein digest may suppress the Lys 
terminated peptides.  
An interesting study from Lecchi, et al., in 2005 reported that by 
esterifying the COOH group on the C terminus of peptides with aliphatic 
alcohols, there was a significant increase in response of the modified peptide 
MH+ when compared to the free acid peptide [15].  In negative ion mode the ion 
yield was expectedly suppressed due to blocking of the acidic group.  They 
propose that the increase in positive ion mode is due to an increase in 
hydrophobicity, which allows the peptide to be incorporated better into the 
matrix crystal. 
Takayama and Nishikaze [16] studied the negative ion yields of 
angiotensin and bradykinin related peptides by FAB, MALDI and ESI.  
Comparisons of MALDI signal to the peptide properties and sequence were 
made.  The researchers were able to assemble a collection of nineteen 
commercially available peptides that were related structurally to angiotensin or 
bradykinin.  In this 2007 study an enhanced MALDI response was found with 
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the presence of aspartic acid residues in a peptide, which is expected in negative 
ion for acidic peptides.  Surprisingly there was also a correlation with aromatic 
amino acid residues and enhanced MALDI negative ion response.  The matrix 
used for this study was CHCA.   
Considering the data from these researchers and others [17, 18], there is 
evidence of a relationship between peptide composition and analyte ion signal 
intensity in the MALDI mass spectrum.  In particular, the hydrophobicity or 
hydrophilicity of the peptide as well as the presence of chargeable groups, 
specifically basic amino acids and the amine terminus plays a major role in 
MALDI signal intensity.  These relationships were investigated earlier in our 
group by Hensel [19], and his work is being explored further in this chapter. 
 
Peptide Hydrophobicity Scales and Other Peptide Properties 
Some of the parameters and values of importance in this study are listed 
below.  They are mainly solution phase properties of the peptide that give a 
physicochemical description of the analyte.  There are several values that 
indicate the overall hydrophobicity of a peptide.  Though each peptide may have 
hydrophilic portions as well as hydrophobic sections, it will adopt a native 
conformation (in solution) and will have an overall hydrophilic or hydrophobic 
character.  The solution phase properties are important because the sample 
begins in solution and is premixed with matrix compound in solution.  How the 
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peptide behaves in solution is expected to have an effect on the final crystal that 
is formed with the matrix compound.   
The Guo method [20] is one of the more commonly used hydrophilicity 
scales.  The motivation for Guo’s research was to develop a method to determine 
the antigenic sites on a protein.  Antigenic sites are recognized by antibodies and 
therefore are most likely on the outer surface of a protein in a hydrophilic 
environment.  Guo coefficients have the units, minutes, and are summed to 
obtain a predicted retention time (in min.) of any peptide with a known sequence 
less than 20 residues.  This method requires the use of a standardized mobile 
phase, solvent gradient, column temperature and the determination of an 
unretained component t0.  These coefficients were determined in a careful study 
of the HPLC retention time of 20 custom octapeptides.  The sequence studied 
was, Ac‐Gly‐X‐X‐Leu‐Leu‐Leu‐Lys‐Lys‐amide; the X was varied for each of the 
twenty amino acids.  For the purpose of this project, the Guo hydrophilicity 
coefficients are assigned to each residue in the decapeptide and summed to 
obtain a Guo value for the peptide.  Then, the sequence was varied and Lys 
residues moved in such a way that the nine custom peptides had the same Guo 
value.   
Table 4‐2 provides the Guo coefficients for each amino acid.  As shown in 
Table 4‐1, at pH 2 the basic amino acids are protonated and become more polar, 
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while at pH 7 the acidic amino acids are deprotonated and therefore more polar.  
The coefficients are more negative indicating an effect of decreasing the retention 
times on a reversed phase system.  The presence of N and C terminus 
modifications removes the large negative retention effect of free amino and 
carboxylic acid groups.  Trp and Phe are the most hydrophobic residues; note 
that the chargeable residues and end groups contribute greatly to peptide 
hydrophilicity.  The predicted retention time (Guo value) is equal to the sum of 
the retention coefficients for each amino acid residue in the peptide.   
 
 
Table 4‐2:  Guo coefficients of hydrophobicity at pH 2 and 7 [21] .  Using 
standard conditions, the coefficients are in minutes that when summed for a 
peptide will predict the HPLC retention time. 
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The Log P value is another commonly used indicator of hydrophobicity.  
A Log P is experimentally determined by an analyte’s octanol/ water partition 
coefficient.  Experimental and calculated Log Ps use different scales.  Higher Log 
P values indicate a more hydrophobic compound.  For example, octane has a 
calculated Log P = 5.01 and water’s Log P = ‐ 1.38.  The calculated Log P values 
reported here were obtained using ACD Log P v8.09 2004. 
A peptide’s isoelectric point (pI) is the pH at which the peptide has no net 
charge and is a good indication of its acidity or basicity [22].  The pI can be 
estimated using the formula, pI = ½( pKa1 + pKa2).  For example, the pI of Ala is 
(2.35 + 9.87)/2 = 6.1 
The net charge at pH 7 (or any pH chosen) uses a formula shown in 
Equation 1 that accounts for the number of Arg, Lys, His, Asp and Glu in the 
peptide.  This calculation is useful to determine charge differences of peptide 
solutions at the pH of the MALDI solution that contains the matrix.  The pI is 
determined by this same equation; in practice the pH is set to 7 and continually 
varied until Z = 0.   Here i = (pKa values of N‐terminus and Arg, Lys and His 
residues).  The subscript j = (pKa values of C‐terminus and the Asp, Glu, Cys, 
Tyr) and N is the number of each type of residue [22]. 
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The net charge and pI calculation [23] is shown in Equation 4‐1: 
 
                         10 10
10 10 10 10
i
ji
pKa pH
i j pKapKapH pH
i j
Z N N= −+ +∑ ∑  (4-1) 
 
The average hydrophilicity may also be calculated using the Hopp and Woods 
scale [24].  Each amino acid is assigned a numerical value to indicate points of 
greatest hydrophilicity in a protein. These parts of the protein correspond to 
antigenic determinants.  A negative average hydrophilicity indicates a peptide 
that has an overall hydrophobic character and a positive value indicates a 
hydrophilic peptide.  Table 4‐3 displays the Hopp and Woods hydrophilicity 
values for each amino acid. 
 
Determination of Guo Coefficients and Design of Study 
The goal of this study is to investigate the effect of the location of lysine 
residues on the MALDI signal through a small panel of systematically controlled 
peptide sequences.  This project is a continuation of thesis work done by Hensel 
[19].  A set of nine custom decapeptide sequences (shown in Table 4‐3) were 
designed to have a constant Guo value of 25.6.  As described above, the Guo 
index is a measure of the overall hydrophobicity of a peptide.  By taking this 
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approach, differences observed in MALDI responses can be attributed to the 
location of the basic residues or other specific residues in the peptide.   
 
Table 4‐3:  The Hopp and Woods hydrophilicity values [24].  Values are assigned 
to each amino acid residue to indicate hydrophilicity.  Larger positive numbers 
indicate greater hydrophilicity. 
 
 
 
 
The number of lysine residues is constant but the position of this chargeable 
group in the sequence is systematically varied.  Because the hydrophobicity does 
not vary, we can rule out MALDI response differences due to hydrophilicity/ 
hydrophobicity differences of the peptides.  The exceptions are peptide 1, which 
has a free carboxylic acid on the C‐terminus; its Guo value is 17.9; and peptide 2, 
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which has a free amine on the N terminus (Guo value = 18.7).  These peptides are 
a smaller study to examine the effect of amidation and acetylation of the termini.  
The sequences were designed to vary systematically in blocks of four residues 
that remain constant.  For example, VLAG is one block, VFAG is a second, VLAS 
is a third and VFAS is the fourth block.  Peptide 9 is used as the internal 
standard.   
In this study, the chargeable residue is the basic amino acid lysine.  The 
lysine residues are placed adjacent to each other next to the C terminus in 
peptides 1‐3.  In peptide 4 the lysines are the first two residues next to the N 
terminus.  In peptide 5’s sequence the lysines are placed in the first and sixth 
position and the first and tenth in peptide 6.  The lysines are placed fifth and 
sixth in the sequence for peptide 7.  And lastly, peptides 8 and 9 have the Lys in 
the fifth and tenth positions of the decapeptide.   
During the secondary proton transfer reactions it is assumed the site of 
protonation is at these basic Lys residues.  Comparison of the results for peptides 
4‐8 will determine if there is an effect of the position of the chargeable group 
within the peptide and of the effect of distance between two chargeable groups.  
The hypothesis is that if the two lysines are well separated there will be a 
stronger MALDI signal than if the groups are in close proximity.  The MALDI 
experiments will also examine differences in MALDI response due to N and C 
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terminal modification.  Since there is an extra basic site for a free amine N 
terminus, the response is expected to be higher for these peptides.  
 
Project Goals and Benefits of This Study to the Scientific Community 
The physicochemical characteristics of a peptide vary with the 
composition of amino acids that of which the peptide is composed.  A goal of this 
study is to determine which properties correlate with MALDI response and how 
the basic lysine residue plays a role in the MALDI response.  The hypothesis is 
that when two lysines were located next to each other in a sequence, the response 
would be lower than if they are located farther apart.  This hypothesis was based 
on the idea that electrostatic attraction for a proton extends a distance from the 
basic group and if two lysines are too close to each other, that electrostatic 
‘sphere of capture’ covers a smaller area compared to two lysines separated by a 
greater distance.   
Data on the relative MALDI responses as a function of a peptide’s amino 
acid sequence would assist in many scientific endeavors, such as peptide 
mapping and studies aimed at quantification of amounts of novel peptide 
biomarkers and therapeutics.  Knowledge of the MALDI response based on 
sequence helps in the development of better methods to detect those which have 
lower response.  The eventual direction of this work is a method with the ability 
to use the amino acid sequence of a peptide to predict the relative MALDI 
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response in a given list of peptide sequences.  It is important to know which 
peptides will have poor MALDI response, particularly if the peptide is one that is 
of interest to the researcher. In this study, nine custom peptide sequences were 
designed with equivalent hydrophobicities by using Guo values.  Each peptide 
contains two basic lysine residues (pKa = 10.53) [23].  The relative position of 
these two residues is varied in each of the nine custom peptides as shown in 
Table 4‐4.  The goal is in discovering the relationship of the proximity between 
the two lysines to MALDI response.   
The Guo index for each amino acid is summed to calculate a Guo value for 
the peptide.  Higher values indicate a more hydrophobic peptide and longer 
retention times on a C18 RP column.  The values at pH 2 are used since the pH of 
the CHCA MALDI solutions are near this value.  The number of the lysine (Lys) 
residues is constant in each peptide, while their location in the sequence is 
systematically varied.   
 
 
 
 
Table 4‐4:  A list of peptide sequences, MWs and other properties.  Peptide 9 is used as an internal standard. 
Custom 
Peptide 
Name 
Sequence  MW 
exact 
mass 
(Da) 
Net 
Charge at 
pH 7.0† 
pI†  Average 
Hydrophilicity
† 
# Hydrophilic 
Residues/ 
Total 
Residues† 
Guo 
Value 
at pH 2 
Peptide 1  VLAGVFAGKK  988.6070  2  10.4  ‐0.2  0.20  17.9 
Peptide 2  VLAGVFAGKK‐NH2  987.6229  3  10.4  ‐0.2  0.20  18.7 
Peptide 3  Ac‐VLAGVFAGKK‐NH2 1029.6335  2  10.4  ‐0.2  0.20  25.6 
Peptide 4  Ac‐KKVLAGVFAG‐NH2 1029.6335  2  10.4  ‐0.2  0.20  25.6 
Peptide 5  Ac‐KVLASKVFAG‐NH2  1059.6441  2  10.4  ‐0.2  0.30  25.6 
Peptide 6  Ac‐KVFAGVFAGK‐NH2  1063.6179  2  10.4  ‐0.3  0.20  25.6 
Peptide 7  Ac‐VFAGKKVLAS‐NH2  1059.6441  2  10.4  ‐0.2  0.30  25.6 
Peptide 8  Ac‐ VFASKVLASK ‐NH2 1089.6546  2  10.4  ‐0.2  0.40  25.6 
Peptide 9  Ac‐VLASKVLASK‐NH2  1055.6703  2  10.4  ‐0.1  0.40  25.6 
 
† Values calculated from Innovagen Peptide Property calculator:  http://www.bachem.com/service‐support/peptide‐calculator/ (accessed 
05/03/2012).   
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Experimental 
 
Materials 
The nine decapeptides listed in Table 4‐4 were obtained from Genscript 
(Piscataway, NJ).  The purity was determined by HPLC as explained in the Results and 
Discussion section.  Peptide content was determined by elemental analysis and is 
described in that section.   
High purity α‐cyano‐4‐hydroxycinnamic acid (CHCA) was purchased from 
Fluka.  The methanol (MeOH) and acetonitrile (ACN) was OmniSolv LC‐MS from EMD 
Chemicals (Darmstadt, Germany). 18 MΩ quality water was obtained from a Milli‐Q lab 
water purification system from Millpore (Billerica, MA). Formic acid and trifluoroacetic 
acid were obtained from Pierce Biotechnology (Rockford, IL).  
 
Sample Preparation 
Peptides 1‐9 were prepared at a concentration of 0.1 mM in methanol/water 
(90:10 v/v).  All stocks were diluted to 0.1 mM before combining with matrix.  The 
CHCA matrix solutions were prepared at a concentration of 53 mM (10 mg/mL) also in 
methanol/water (90:10 v/v).  MALDI samples were prepared by combining 40 uL of the 
peptide solution with 20 uL of peptide 9 as internal standard.  Then this solution was 
combined with 65 uL of the matrix solution. This ratio of matrix to total peptide gives a 
matrix‐to‐analyte ratio (M/A) of approximately 1000 for all peptide samples. The 
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samples were applied to a polished stainless steel MALDI target plate by electrospray 
deposition (ESD) using the apparatus and method described below.   
Peptide 1 stock solution was prepared by weighing 0.57 mg on a five place 
balance and dissolving in 80 uL water.  The peptide purity of 0.97 and peptide content 
of 0.715 were factored into the calculation to arrive at a concentration of 0.50 mM using 
the MW of 989.23.  Peptide stock solutions 2‐9 were prepared in a similar manner.  
Peptide stocks were diluted to 0.1 mM by combining 200 uL of stock with 800 uL 
diluent (methanol/water, 90:10 v/v). 
 
Matrix‐to‐Analyte (M/A) Experiment on Peptide 1 
A 1 mM peptide stock in methanol/water (90:10 v/v) was diluted to prepare nine 
intermediate peptide solutions in the concentration range 0.1 mM to 0.69 mM.  10 uL of 
each intermediate peptide solution was mixed with 100 uL of a 0.053 M CHCA solution 
in methanol/water (90:10 v/v) to prepare nine M/A samples in the range, 100 to 5000. 
 
Electrospray Deposition  
The electrospray deposition apparatus consists of a 10kV power supply that 
supplies a high voltage directly to a 7.5 cm section of stainless steel (SS) HPLC tubing.  
The dimensions of this SS HPLC tubing are 1/16” (0.0625”) o.d. and 0.010” i.d.  A SS 
union connects the HPLC tubing to a 3‐way Hamilton valve; the sample is loaded at this 
point by syringe and then switched over to allow a backing flow of 3 uL/min of 
 
168 
 
methanol to push the sample through. 50 uL of the sample solution was loaded into the 
electrospray deposition apparatus.  A voltage of 5.8 kV is applied to the ES needle 
which is held at a distance 22 mm above the grounded stainless steel MALDI target 
plate.  The sample was electrosprayed for two minutes, depositing approximately 60 ug 
of matrix compound and 300 ng peptide onto the target plate.  A typical electrosprayed 
sample produces an approximately 2.5 cm diameter circular spot.  
 
Instrumentation  
MALDI mass spectra were acquired in reflector mode on an Applied Biosystems 
(Toronto, ON, Canada) 4700 MALDI TOF/TOF Mass Spectrometer controlled by 4000 
Series Explorer v3.0 software.  Data were acquired with a scan range 10 – 2000 Da.  A 
200Hz Nd:YAG 355 nm laser fired a total of five hundred laser shots per mass 
spectrum.  The laser intensity was set to 2600.  The Source voltage and Grid 1 voltage 
were set to 20kV and 14.3 kV respectively.  Reflector settings for the two stage mirror 
were 14.0 and 20.2 kV.  The digitizer bin size was 0.5ns and a 500 MHz input bandwidth 
was used.  Detector voltage on the microchannel plate was ‐2.1 kV.   
Before the analysis by MALDI to determine the response of each peptide, each 
sample was characterized to determine the purity by HPLC/MS and HPLC/UV, sodium 
and potassium content by Flame AA, and peptide content by elemental analysis.  To 
ensure accurate quantitation, it was necessary to determine peptide content of the 
sample is so that accurate equimolar concentrations can be prepared.  Elemental 
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analysis (% C, H, N) was determined to confirm peptide content by % Nitrogen.  A 
thorough analytical characterization of this panel of peptides prior to making MALDI 
response comparisons was vital to the success of this project. 
A Varian (Walnut Creek, CA) AA‐240FS Atomic Absorption Spectrometer was 
used for Na and K measurements in the peptide samples. Samples were aspirated at a 
rate of 1 mL/min into the flame.  Na readings were taken at 589.6 nm (lower sensitivity) 
and K readings at 769.9 nm (lower sensitivity).  The Na/K calibration standards were 
prepared in ethanol (Pharmco) at levels 0.25, 0.5, 1.0, 1.50, 2.00 ppm (K standards 2x 
Na).  Elemental analysis was obtained from Intertek QTI (Whitehouse, NJ) on a Perkin 
Elmer 2400 Elemental Analyzer.  % Na values from QTI were obtained on a Perkin‐
Elmer Analyst 800 GFAA/AA. 
LC/MS studies were performed on an Agilent (Santa Clara, CA) 1100 HPLC 
interfaced to an Agilent 1946D MSD single quadrupole mass spectrometer.  The HPLC 
method used an Agilent Zorbax SB300‐C18 3um, 2.1 x 150mm column with a flow rate 
of 0.4 mL/min, a column temperature of 60 °C and a mobile phase consisting of 0.1 % 
formic acid and 0.01 % trifluoroacetic acid in water (A) and 0.1 % formic acid and 0.01 % 
trifluoroacetic acid in acetonitrile (B).  The gradient started with initial conditions of 15 
% B and increased to 40 % B in 30 minutes, then returned to initial conditions for 5 
minutes.  A 3 uL injection of a 0.1 mM peptide solution was made.  Detection was by 
 
170 
 
UV at 205 nm and MS ESI Positive mode scan in the mass range 400 ‐ 2000.  Capillary 
voltage was 5000 V, drying gas 13 L/min at 350 °C and a N2 nebulizer pressure of 60 psi.   
 
MS Data Analysis 
MALDI TOFMS 
The response of each peptide was determined by taking replicate mass spectra 
from separate locations within a single electrosprayed sample spot.  Primarily the 
monoisotopic peak was used to determine response by ratio to the monoisotopic peak 
area of the internal standard (peptide 9).  However, the peak areas from adducts, 
(M+Na+) and (M+K+), were also recorded for each peptide. 
As many as 25 replicate mass spectra were acquired from fresh locations on the 
ESD sample for each peptide.  Each MALDI spectrum consisted of 500 total laser shots. 
Each acquisition was a random raster over a sample spot area approximately 1.5 mm 
diameter.  Electrospray deposition generally produces a very thin sample layer on the 
target plate.  Therefore, only 5 laser shots were taken per 50uM diameter laser spot to 
avoid ablating the sample down to bare metal.  There are 5 laser shots per subspectrum, 
and 100 subspectra were averaged to create the final 500 shot MALDI spectrum.  
 
LC/MS Confirmation and Purity Analysis of Peptides Prior to MALDI Experiments 
High performance liquid chromatography with single quadrupole mass 
spectrometer detection (HPLC/MS) was performed on each custom synthesized 
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peptide.  This technique provides an indication of the peptide purity as other 
components in the sample, such as synthesis impurities, are usually detected.  The 
molecular weight (MW) of the desired peptide is also confirmed in this analysis.  Table 
4‐5 lists the results of this analysis. 
 
Peptide Signal by LC/MS and LC/UV  
These LC/MS data provide an alternate source of information in the form of 
retention times and peak responses of the different peptides.  In this case, the MS 
response is from an atmospheric pressure electrospray ionization (ESI) source rather 
than MALDI.  LC/UV peak areas at 205 nm were tabulated and peak areas from MS 
data were obtained by extracting the (M+H)+ signal or by taking the peak area for the 
peptide from the total ion chromatogram (TIC). 
 
Molecular Modeling Methods 
In order to view the structures of the peptides in 3‐dimensional space and 
evaluate the conformation of their lowest energy states, Molecular Mechanics 
calculations were performed using a MM2 force field on a desktop workstation (Lenovo 
ThinkCentre dual core MT‐M 6209‐AT6, Morrisvile, NC).  An energy minimization was 
calculated for each peptide using ChemBio 3D Ultra V12.0 (Cambridgesoft, Cambridge, 
MA).  The peptide was built and then the energy was minimized.  Next, molecular 
dynamics using the MM2 force field were performed for 1000 iterations.  Molecular 
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dynamics use Newtonian mechanics to simulate motion of atoms as the temperature 
increases.  Finally, the peptide was subjected to a second energy minimization (MM2) to 
find a stable conformation. 
 
 
 
 
 
 
Table 4‐5:  LC/UV//MS Purity and Measured MW 
Peptide 
Name 
Peptide sequence  Purity by LC/UV Peak 
Area % at 205 nm 
Expected MW 
(M+H)+   Da 
Measured MW 
(M+H)+   Da 
Peptide 1  VLAGVFAGKK  97.0 %  989.6  989.6 
Peptide 2  VLAGVFAGKK‐NH2  99.3 %  988.6  988.6 
Peptide 3  Ac‐VLAGVFAGKK‐NH2  99.1 %  1030.6  1030.6 
Peptide 4  Ac‐KKVLAGVFAG‐NH2  99.7 %  1030.6  1030.6 
Peptide 5  Ac‐KVLASKVFAG‐NH2  98.5 %  1060.6  1060.6 
Peptide 6  Ac‐KVFAGVFAGK‐NH2  98.2 %  1064.6  1064.6 
Peptide 7  Ac‐VFAGKKVLAS‐NH2  99.0 %  1060.6  1060.6 
Peptide 8  Ac‐ VFASKVLASK ‐NH2  98.5 %  1090.7  1090.6 
Peptide 9  Ac‐VLASKVLASK‐NH2  98.5 %  1056.7  1056.6 
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Results and Discussion  
Elemental Analysis of Peptides 
Elemental analysis is used to determine the peptide content.  Two of the custom 
peptide samples were verified by having CHN measurements performed by an 
independent contract lab, QTI (Whitehouse, NJ).  There was excellent agreement 
between the values from the contract lab and those that came with the peptide 
determined by Genscript. The results are shown in Table 4‐6.  The uncertainty in these 
measurements is + 0.3‐0.4% absolute. 
Peptide content is possibly the most critical measurement to have prior to 
quantitative analysis by MALDI. In the case of peptide 7, only 56.9 % by weight of the 
solid sample is the peptide, the remainder is a combination of counter ion (TFA or 
acetate), alkali and water. It is critical that solutions are prepared at equimolar 
concentrations so that comparisons in MALDI response are due to differences in 
ionization efficiency and not simply sample concentration. One of the characteristics of 
peptides synthesized by solid phase synthesis techniques is that the amount of counter 
ion, usually trifluoroacetate (TFA), is unknown unless specifically characterized.  One 
method is to employ elemental analysis to determine the experimental % nitrogen.  
Peptide content is calculated by dividing the % N determined from elemental analysis 
by the theoretical % N x 100 as shown in Equation 4‐2.   
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experimental
theoretical
%
Peptide content 100
%
nitrogen
x
nitrogen
=         (4‐2)
 
 
 
Table 4‐6:  Peptide content calculations from the CHN data.  This table shows two of 
the peptides whose peptide content was validated by an external measurement.  The 
difference between experimental and theory are due to counter ion such as TFA, H2O 
and alkali. 
 
 
QTI  Theoretical % N Experimental % N Peptide Content
Peptide 7 17.17 9.90 57.7
Peptide 8 16.70 10.81 64.7
Genscript Theoretical % N Experimental % N Peptide Content
Peptide 1 16.99 12.15 71.5
Peptide 2 18.43 12.90 70.0
Peptide 3 17.67 13.22 74.8
Peptide 4 17.67 12.83 72.6
Peptide 5 17.17 10.44 60.8
Peptide 6 17.11 12.94 75.6
Peptide 7 17.17 9.77 56.9
Peptide 8 16.70 11.33 67.8
Peptide 9  17.24 12.62 73.2
 
HPLC/UV 
A second method used to evaluate the purity of these synthesized peptides was 
HPLC/UV. A diode array detector (DAD) is arranged in the HPLC flow path before the 
MS, so the data are acquired in the same run.  In one acquisition the following data 
were obtained; sample purity, peptide MW, relative peptide hydrophobicity and UV 
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response.  Peak identity was confirmed both by MS and by analyzing the peptide 
samples individually. 
The diode array detector acquired the UV spectrum of each peptide while in the 
flow cell.  Figure 4‐7 is a representative spectrum that displays the lamda max of 205 
nm.  The monitoring wavelength was set to 205 nm based on these data.  There is a 
small peak near 260 nm where the phenylalanine side chain absorbs.  
 
 
 nm200 250 300 350
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*DAD1, 6.473 : 6.523 (939 mAU,%Fs) Ref=6.363 & 6.850 of 003-0301.D
Absorption maximum 205 nm 
Figure 4‐7:  UV spectrum of peptide 1. The amide backbone absorbs UV at 205 nm. 
 
 
Although Figure 4‐8 shows an early separation before the chromatographic method was 
optimized, detection by UV offers an additional detection method to evaluate the 
sample.  There are examples of compounds that have UV response but no MS response 
and compounds that are detectable by MS but have no UV chromophore, therefore the 
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use of both increases the chances of not missing components in the sample.  The 
detection wavelength of 205 nm targets the amide backbone of the peptide.  The 
original assumption was that the UV response for each peptide is approximately 
equivalent, since the detection wavelength targets the amide backbone.  Using this 
assumption, the HPLC/UV results function to perform quality control both on the 
original lyophilized peptide received and on the prepared solutions.  It was expected 
that solutions of equal concentration would therefore result in equivalent LC/UV peak 
areas. 
Figure 4‐9 highlights the data obtained from the LC/MS experiments.  The 
relative response is not always in the same order for the two (MS and UV) detection 
methods.  The peaks in the box provide an example of this effect.  Peptide 6 has a higher 
UV response than peptide 3 (blue trace) but by ESI‐MS response for peptide 6 is lower 
than that peptide 3.  Note that peptides 4 and 7 co‐elute and cause this peak to appear 
larger than the other peaks in the chromatogram.   
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Figure 4‐8:  205 nm UV chromatogram of all nine peptides. This is an early separation 
before the separation of the peptide mixture was further optimized.  
 
Table 4‐7 lists each peptide in the order of elution from the C18 HPLC column.  In this 
mode of chromatography, the more hydrophobic analytes are retained longer on the 
column. 
 
Table 4‐7:  Order of peptide elution by RP‐HPLC 
Sample  Sequence  HPLC RT 
(min.) 
Peptide 2  VLAGVFAGKK‐NH2  4.3 
Peptide 1  VLAGVFAGKK  4.5 
Peptide 5  Ac‐KVLASKVFAG‐NH2  5.0 
Peptide 7  Ac‐VFAGKKVLAS‐NH2  5.1 
Peptide 4  Ac‐KKVLAGVFAG‐NH2  5.3 
Peptide 8  Ac‐VFASKVLASK‐NH2  5.2 
Peptide 9  Ac‐VLASKVLASK‐NH2  5.2 
Peptide 6  Ac‐KVFAGVFAGK‐NH2  5.4 
Peptide 3  Ac‐VLAGVFAGKK‐NH2  5.7 
 
 
 
4 
7 
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Figure 4‐9:  An overlay of the UV trace (blue) with the MS trace (red) for the peptide separation. Peak identity was 
confirmed both by MS detection and injections of individual peptides.  The solvent gradient was over a longer time 
period than in Figure 8 to improve the separation.
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Analysis of injections of each peptide individually in triplicate indicates that the 
peptides did not have equivalent response as shown in Table 4‐8.  Peptide 2 stands out 
as being significanlty greater than the other eight peptides.  This calls into question 
either the peptide content value used in the sample preparation or the sample itself.  On 
the lower end of UV response, peptides 7, 8 and 9 appear lower than the group.  Further 
investigation into the literature found several papers that demonstrate that although 
monitoring at short wavelengths, such as 205 nm, yields a good estimate of peptide 
concentration by detection of the backbone peptide bonds, the different amino acids do 
have variable molar extinction coefficients at this wavelength, which will lead to 
different UV response [25, 26].   
 
 
Table 4‐8:  UV peak areas for peptides 1‐9 run in triplicate.   
 
UV 205 nm Peptide 1 Peptide 2 Peptide 3 Peptide 4 Peptide 5 Peptide 6 Peptide 7 Peptide 8 Peptide 9
1 6312 10910 7158 5830 6247 4754 3461 4344 3312
2 6570 11003 7216 5865 6208 4728 3402 4363 3316
3 6200 11221 7160 5819 6199 4800 3551 4341 3365
avg. 6360 11044 7178 5838 6218 4761 3471 4349 3331
stdev. 189.6 159.6 32.7 24.1 25.6 36.8 75.0 11.7 29.9
% RSD 2.98 1.44 0.46 0.41 0.41 0.77 2.16 0.27 0.90
ret. Time (min.) 4.6 4.3 6.5 5.8 5.6 6.2 5.3 5.9 5.7
 
 
Kuipers and Gruppen [26] determined the molar extinction coefficients for each 
amino acid and the peptide bond at UV wavelength 214 nm.  The detection wavelenth 
in this project was 205 nm with a 4 nm wide bandwidth, so these values may be used to 
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estimate the UV response for the group of peptides in this study.  Kuipter and ruppen 
reported the molar extinction coefficients in Table 4‐9.  These values were then summed 
for each amino acid sequence to arrive at a predicted molar extinction coefficent for 
each peptide. 
 
 
Table 4‐9:  The molar extinction coefficients of peptide building blocks for calculation of 
the molar extinction coefficients of peptides [26].  N and C‐terminal acetylation and 
amidation count as an added amide group. 
 
P Pro 2675 Peptide Sequence
Predicted Molar 
Extinction Coefficient
H His 5125 1 VLAGVFAGKK 13826
F Phe 5200 2 VLAGVFAGKK‐NH2 14749
Y Tyr 5375 3 Ac‐VLAGVFAGKK‐NH2 15793
W Trp 29050 4 Ac‐KKVLAGVFAG‐NH2 15651
M Met 980 5 Ac‐KVLASKKVFAG‐NH2 15685
R Arg 102 6 Ac‐KVFAGVFAGK‐NH2 20827
N Asn  136 7 Ac‐VFAGKKVLAS‐NH2 15685
Q Gln  142 8 Ac‐VFASKVLASK‐NH2 15698
C Cys 225 9 Ac‐VLASKVLASK‐NH2 10543
G Gly 21
A Ala 32
S Ser 34
K Lys 41
T Thr 41
V Val 43
I Iso 45
L Leu 45
D Asp 58
E Glu 78
Peptide bond 923  
 
The predicted molar extinction coefficients are included on the same bar graph as 
the UV peak areas for peptides 1 through 9 in Figure 4‐10.  The differences in the 
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predicted extinction coefficients of the peptides are mainly due to the presence or 
absence of phenylalanine in these particualr sequences.  Peptide 6 has two Phe residues, 
while peptide 9 has no Phe residues; all others have one.  
The relative intensities of the peptides do not appear to track with the calculated 
extinction coefficients.  The larger response of peptide 2 is of great concern because in 
theory is should be in line with the othe  peak areas.  One agreement is that the UV peak 
area of peptide 9 is the lowest of the group and it also has the lowest calculated 
extinction coefficient.   
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Figure 4‐10:  The experimentally determined UV peak area and the predicted molar 
extinction coefficient of the peptide shown to estimate the relative response. 
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HPLC/MS 
The total ion chromatogram (TIC) in Figure 4‐11 is an overlay of nine individual LC/MS 
analyses of each individual peptide.  A TIC contains the entire mass spectrometer (MS) 
response over the mass range that was scanned in full scan mode.  In this case the mass 
range was 400 – 2000 Da.   
The LC (ESI) MS response of each peptide peak can be observed in the 
chromatogram below.  The nine peptides are equimolar in the injected sample 
solutions.  Note that the ESI response is variable for each sample.  Peptides 1 and 6 have 
lower intensity peaks in the TIC.  Peptides 1 and 2 elute much earlier than peptides 3 
through 9.  As the Guo values indicate, they are more polar (less hydrophobic) because 
there is no acetyl group on the N terminal amine.  The primary amino group is 
protonated at the pH of the mobile phase (pH 2).  The lower hydrophobicity of these 
two peptides is also reflected in the Guo index values that are given above each peak.  
The Guo values are actually meant to represent predicted retention times by HPLC.  
Peptides 3 – 9 are expected to coelute because their hydrophobicity is equivalent.  The 
HPLC method was modified from that in the Guo paper to obtain a separation of these 
peptides.  Compared to the HPLC conditions in Guo’s paper, the method in this project 
employs a more efficient column with smaller (and narrow distribution in diameter) 
phase particles (3 um versus 6.5 um in Guo’s work), the gradient was more shallow 
(0.93 % B/ min) and optimized for this particular set of peptides.  As can be seen in 
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Figure 4‐11, the Guo hydrophobicity is a good estimate of HPLC retention; however, 
very minor differences in peptide structure and conformation are resolvable on today’s 
high efficiency LC columns and instruments.   Additionally there is also a variability 
associated within the originally determined Guo coefficients. 
The mass spectrum for peptide 1 is shown in Figure 4‐12.  Peptides with multiple 
basic sites may protonate several times.  There are three amino groups on peptide 1: the 
N‐terminus and two ε‐amino on Lys.  The effect of these chargeable residues on the 
observed mass spectrum is shown in the three charge states.  The (M+H)+ agrees with 
the expected MW of the peptide.   
 
Analysis and Interpretation of ESI‐MS Data 
Table 4‐10 lists the ESI MS peak areas and Figure 4‐13 displays the TIC peak 
intensity for each peptide.  Peptide 2 has the highest ESI response.  This is expected as it 
is an unmodified N terminus, an additional basic site for protonation. Peptide 3’s 
sequence is the same as peptide 2’s except that it has an acetyl group on the N‐terminus.
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Figure 4‐11:  LC/MS chromatogram of the nine decapeptides in this study. The Guo hydrophobicity values are 
labeled for each peak. T‐test of the two different retention groups, unmodified peptides and modified peptides is 
0.0006 indicating a statistically significant difference between retention times. 
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Figure 4‐12:  Mass spectrum of peptide 1 showing the different observed charge states.  The MH+ of 989.6 Da 
agrees with the expected MW of the peptide.  A spectrum was recorded for each peptide to confirm MW. 
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Peptide 3 is expected to have much lower response than Peptide 2 in Figure 4‐13 
since both its N and C terminus is modified.  It is not fully understood why its response 
is so close to that of peptide 2. Peptide 1 also has an identical sequence except that the 
C‐terminus is a free acid, not amidated.  The result is a lower ESI response.  Though the 
response differences for peptides 4 ‐ 9 are minor, these results help to build a model that 
can be applied to future experiments.  Some of the differences can be rationalized 
through analysis of energy minimized conformations using molecular mechanics, as 
discussed later in this chapter.   
The importance of confirming the peptide content using elemental analysis data 
prior to the ESI and MALDI experiments can be understood when reviewing these 
results.  It is to be certain that the observed response differences are not due to 
concentration inaccuracies resulting from the incorrect peptide content value being 
used in the sample preparation calculation.  
 
 
 
 
 
 
Table 4‐10:  ESIMS peak areas, n = 3 replicates.  HPLC retention times are listed for each peptide in the bottom row. 
TIC  Peptide 1  Peptide 2  Peptide 3  Peptide 4  Peptide 5  Peptide 6  Peptide 7  Peptide 8  Peptide 9 
replicate 1  5.07E+07  8.49E+07 7.44E+07  4.75E+07  4.90E+07  3.97E+07  3.38E+07  5.00E+07  4.95E+07 
replicate 2  4.96E+07  8.32E+07 8.04E+07  4.63E+07  4.93E+07  3.99E+07  3.34E+07  4.79E+07  4.91E+07 
replicate 3  4.99E+07  8.59E+07 7.50E+07  4.62E+07  5.04E+07  3.98E+07  3.89E+07  4.75E+07  4.96E+07 
avg.  5.01E+07  8.47E+07  7.66E+07  4.67E+07  4.96E+07  3.98E+07  3.54E+07  4.84E+07  4.94E+07 
stdev.  597405  1341598  3332831  720513  781877  111637  3045113  1318999  278702 
% RSD  1.19  1.58  4.35  1.54  1.58  0.28  8.61  2.72  0.56 
Ret. Time 
(min.)  4.6  4.3  6.5  5.8  5.6  6.2  5.3  5.9  5.7 
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Figure 4‐13:  A bar graph displaying the LC‐ESI‐MS peak areas from the total ion 
chromatogram for each peptide.   
 
 
Figure 4‐14 displays the peptide responses from Figure 4‐13 divided into 
the different charge states of the peptide.  In all cases the +2 charge state is the 
dominant charge state.  Not surprisingly, the +3 charge state represented by the 
blue bar is noticeable only for peptides 1 and 2, which possess a free amine 
terminus. The N terminus and the two Lys residues are the three most likely 
locations for three protons in the +3 charge state.  Peptides 3 – 9 have the N‐
terminus blocked by acetylation.  Note that peptide 1 has a much smaller 
quantity of the sodium adduct peak than the rest of the group.  This is the only 
peptide with a free carboxylic acid on the C‐terminus.  The presence of this polar 
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group causes changes to the peptide conformation, which in turn alters the 
location of sodium adduction.  Peptide 7 is the only peptide with a larger Na 
adduct peak than the protonated peak.  The reason for this behavior is not 
completely clear, however this sample had one of the higher amounts of sodium 
as measured by AA. 
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Figure 4‐14:  Peak areas of the different charge states for each peptide.  Blue is +3, 
Red is +2, Green is +1 and Purple is the sodium adduct peak. 
 
 
 
When the ratio of the +2 charge state peak to the +1 peak is monitored as 
in Figure 4‐15, peptides 7, 8 and 9 standout as having a higher proportion of the 
signal in the +2 charge state.  These peptides have a higher ratio of hydrophilic 
residues/ total residues than the rest of the peptides as shown in Table 4‐4.  
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Peptides 7, 8 and 9 also all have a serine residue while only one of the other six 
peptides has a serine.  This suggests a possible link between hydrophilicity and 
multiple charging that would need further investigation.   
A second value plotted was the ratio of the Na+ adduct peak to the +1 
charge state.  This number provides an indication of both the amount of Na in 
the original peptide sample and the propensity of a peptide to form adducts with 
Na+ and K+ as a result of conformation and favorable arrangement of certain 
functional groups.  Peptide 7 has more than twice the ratio of Na adduct peak 
compared to the remaining eight peptides.  Peptide 4 also has a high (Na+/ +1) 
ratio.  These two peptides had the highest amount of Na detected by flame 
atomic absorption. 
The ESI‐MS data and analysis in this section served to both characterize 
and evaluate the peptides and also to provide additional information on the 
relationship of peptide structure to MS response.  The next section discusses the 
measurement of sodium and potassium contamination in the custom synthesized 
peptides by atomic absorption.  The results help interpret adduct peaks in 
MALDI spectra and understand response differences. 
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Figure 4‐15:  ESIMS peak ratios:  +2/ +1 ratio and Na+ / +1 ratio. 
 
Flame AA for Na and K Content 
Flame atomic absorption spectroscopy was employed to measure sodium 
(Na) and potassium (K) levels in the peptide samples.  The sodium and 
potassium amounts in the peptide samples lead to cationization in the MALDI 
spectra.  This is a complicating factor because only the protonated monoisotopic 
peak is of interest for quantitative comparisons to the other peptides.  High 
amounts of alkali adduct peaks leads to signal variability which may distort the 
experiment’s intentions of investigating peptide protonation.  Tables 4‐11 and 4‐
12 lists the Na+ and K+ concentrations found in the peptide samples. 
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Two of the Na measurements were spot checked by a second lab and are shown 
in Table 4‐12 (Intertek QTI Contract Lab – Whitehouse, NJ) also determined 
using Flame AA.  The separately determined values agree well with those in this 
chapter.  Peptide 7 had 0.80 % Na vs. 0.70 % from QTI and Peptide 8 had 0.36 % 
Na vs. 0.29 % from QTI.   
 
Table 4‐11:  Quantity of sodium and potassium in peptide samples as 
determined by atomic absorption (AA) 
 
 
Sample ppm Na % Na ppm K % K
Peptide 1 4489 0.45 322 0.032
Peptide 2 2230 0.22 135 0.013
Peptide 3 3854 0.39 175 0.017
Peptide 4 10012 1.00 245 0.025
Peptide 5 1717 0.17 205 0.021
Peptide 6 1445 0.14 145 0.014
Peptide 7 7988 0.80 751 0.075
Peptide 8 3570 0.36 425 0.042
Peptide 9 733 0.07 131 0.013
blank 82 0.01 122 0.012
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Table 4‐12:  % Na values verified by 2nd lab (QTI) 
                            
 
 
Molecular Modeling of Peptides‐ Energy Minimization 
Computational methods assist with the visualization of the molecule from 
different perspectives and also provide insight to its behavior in gas phase 
environments (i.e., the MALDI plume).  Even considering that reported 
temperatures in the MALDI plume can reach 500K [27], in which case studies of 
stable conformations may not be relevant, it is valuable to study the peptide 
structures to understand the shapes they take.  The results might help to 
understand why some peptides have high response in MALDI by studying the 
stable conformations of the peptides.  MALDI ionization is believed to occur 
through secondary gas phase proton transfer reactions.  If certain molecules have 
low energy conformations in which their chargeable groups are less accessible 
for protonation, this may be one way to rationalize differences in MALDI 
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response.  Note that the dashed lines shown in Figures 4‐18 through 4‐26 
represent intramolecular hydrogen bonds.  Intramolecular hydrogen bonds 
cause the peptide to have a tight conformation rather than an extended one.  It is 
predicted that if the amino groups on lysine are internally hydrogen bound and 
less accessible, the basicity and the extent of protonation in MALDI will be lower.  
The stable conformation of each decapeptides is displayed below.  The 
lysine ε‐amino groups are indicated with an arrow.  These are the parts of the 
molecule of interest in this study.  As a comparison to the three dimensional 
structures that will be shown, the 2‐D molecular structure for peptide 1 is shown 
in Figure 4‐17.  The butylamine group of the lysine residues is the site of 
protonation and a major aspect of this study.  The pKa of the primary amine is 
10.54.   Next to the guanidino group on arginine (pKa = 12.5) it is the 2nd most 
basic side chain of the 20 amino acids. 
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Figure 4‐17:  Molecular structure, chemical formula and exact mass of Peptide 1 
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Figure 4‐18 displays a low energy conformation of peptide 1.  Neither of 
the Lys residues are participating in hydrogen bonds in this conformation.  The 
distance between ε‐amino groups is 11.235 angtroms. As will be seen in most of 
these models, adjacent lysines in the peptide sequence are not as close in 
proximity as one would expect.  The butylammonium groups of neighboring 
lysines appear to stretch out on opposite sides of the backbone in these energy 
minimized conformations. 
 
 
   
Peptide 1 
Lys
Lys
 
Figure 4‐18:  Peptide 1 (VLAGVFAGKK) MM2 energy minimization –57.8 
kcal/mol, 11.235 A distance between Lys (NH2) 
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Figures 4‐19 and 4‐20 display the energy minimized conformations for 
peptides 2 and 3.  Aside from an acetyl group on the N terminus, the peptides 
are identical.  They adopt similar stable conformations. 
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Figure 4‐19:  Peptide 2 (VLAGVFAGKK‐NH2) MM2 energy minimization ‐77.0 
kcal/mol, 11.933 A distance between Lys (NH2) 
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Figure 4‐20:  Peptide 3 (Ac‐VLAGVFAGKK‐NH2) MM2 energy minimization ‐
73.2 kcal/mol, 11.584 distance between Lys (NH2) 
 
 
 
Peptide 4 (Figure 4-21) has a conformation in which both ε‐amino groups 
form hydrogen bonds with backbone carbonyl oxygens.  The internal bonds 
draw the groups closer to the peptide’s backbone.   
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Figure 4-21:  Peptide 4 (Ac‐KKVLAGVFAG‐amide ) MM2 energy minimization ‐
60.3   kcal/mol, 14.86 A distance between Lys (NH2) 
 
 
 
The hydrogen bonds in peptide 5 also bring the ε‐amino groups into to the 
backbone.  Even though the Lys are separated by five amino acids in the 
sequence they are closer in proximity than peptide 2’s adjacent ε‐amino groups 
as shown in Figure 4-22. 
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Figure 4-22:  Peptide 5 (Ac‐KVLASKVFAG‐NH2) MM2 energy minimization ‐
60.6 kcal/mol,   11.365 A distance between Lys (NH2) 
 
 
 
Figure 4-23 displays the energy minimized conformations for peptide 6.  
Peptide 6 has one of the farthest distances between ε‐amino groups at 17.352 
angstroms.   
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Figure 4-23:  Peptide 6 (Ac‐KVFAGVFAGK‐NH2) MM2 energy minimization ‐
70.1 kcal/mol, 17.352 A distance between Lys (NH2) 
 
 
 
Peptide 7’s conformation is displayed in Figure 4-24; here the ε‐amino 
groups are adjacent in the middle of the sequence, yet these groups adopt a 
configuration in which they are quite far apart (12 angstroms).   
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Figure 4-24:  Peptide 7 (Ac‐VFAGKKVLAS‐NH2) MM2 energy minimization ‐
70.1 kcal/mol, 12.031 A distance between Lys (NH2) 
 
 
 
The low energy conformation for Peptide 8 (Figure 4‐25) has its C‐
terminal lysine in a hydrogen bond with the carbonyl oxygen of the peptide 
backbone.  This hydrogen bond brings the basic nitrogen of lysine in towards the 
backbone where the hypothesis is that it is less accessible for protonation. 
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Figure 4-25:  Peptide 8 (Ac‐VFASKVLASK‐NH2) MM2 energy minimization ‐86.7 
kcal/mol, 10.763 A distance between Lys (NH2). 
 
 
 
The final peptide investigated by molecular modeling was Peptide 9 
(internal standard); it’s 3D structure is shown in Figure 4-26.  The peptide has the 
largest distance (17.4 A) between the amino groups on the two lysine residues.  
There are no H‐bonds on the lysines in this low energy conformation of the 
peptide.  
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Figure 4-26:  Peptide 9 (Ac‐VLASKVLASK‐NH2) MM2 energy minimization ‐75.6 
kcal/mol, 17.359 A distance between Lys (NH2) 
 
 
 
Table 4-13 lists some important values that came out of the molecular 
modeling calculations. The response ratio column was derived from MALDI data 
presented in the final section and is the response of the individual peptide to that 
of the internal standard.  Distances between lysines are in 3‐dimensional space.  
The energy value for the energy minimized conformation represents the amount 
of energy that was lowered by allowing the molecule permute through various 
rotations and stretching modes.  Before each energy minimization, more than 
1000 iterations of molecular dynamics was performed to randomize the energy 
states in the molecule. 
 
 
 
205 
 
These molecular modeling studies have revealed that the distance 
between the lysines in a smaller peptide such as a decapeptides are more 
dependent on the low energy conformation that the peptide adopts than the 
sequence location.  In peptide 8 the distance between the lysine amino groups 
five amino acids apart is 10.8 Angstroms whereas in peptides 1,2 and 3 the 
lysines are adjacent and have a slightly farther separation distance of 11 ‐12 
Angstrom.  
 
 
Table 4-13:  Values derived from MM2 energy minimization of peptides 1-9. 
 
Molecule
MM2 energy 
minimization 
(kcal/mol)
Distance between Lys 
(A)
No. of hydrogen bonds 
on Lys
Response ratio
Peptide 1 ‐57.8 11.235 0 2.74
Peptide 2 ‐77.0 11.933 0 5.00
Peptide 3 ‐73.2 11.584 0 2.36
Peptide 4 ‐60.3 14.860 2 1.25
Peptide 5 ‐60.6 11.365 1 1.68
Peptide 6 ‐70.1 17.352 1 1.46
Peptide 7 ‐70.1 12.031 0 1.97
Peptide 8 ‐86.7 10.763 1 1.67
Peptide 9 ‐75.6 17.359 0 Int Std  
 
 
Matrix‐to‐Analyte Experiments 
A matrix‐to‐analyte plot studies the response of the analyte of interest in 
the matrix that will be used, in this case CHCA.  It is an important experiment to 
do to understand the behavior of both the analyte and the matrix compound 
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before proceeding to quantitative MALDI studies.  The M/A plot shown in 
Figure 4-27 saturates at a matrix to analyte ratio of 1000.   
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Figure 4-27:  A matrix to analyte plot for peptide 1 and CHCA matrix.   
 
 
The M/A plot can also be thought of as a standard curve with a saturation 
point.  In this case, MALDI sample concentrations can be converted to ppm or 
the amount of peptide (ug) per gram of matrix.  The highest M/A sample (M/A 
5000) has the lowest concentration of peptide in matrix (0.001 ppm or ug/g 
matrix).  The MALDI response rises with sample concentration up to (the (M/A 
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1000) or 0.006 ug/g).)   As the M/A decreases, the concentration of analyte in the 
solid matrix crystal increases.  The MALDI signal increases with this increase in 
analyte concentration up to a saturation point, and then the signal actually 
decreases as concentration increases.  The MALDI efficiency declines as there is 
not sufficient matrix for efficient desorption and ionization at low M/A ratios.  
This curve varies with analyte and matrix.  Other MALDI matrices will have 
signal saturation at different M/A’s for the same analyte. 
 
MALDI TOFMS of Custom Peptides 
The determination of MALDI response for each peptide is calculated by 
taking the area of the protonated monoisotopic peak divided by the protonated 
monoisotopic peak area of peptide 9.  The size of the ESD sample spots permitted 
greater than twenty five acquisitions from fresh locations to obtain good statistics 
for this study.  The acquisitions were taken from the center region of the ESD 
sample spot as data from previous studies and the imaging data in this thesis 
have shown that this area of the sample is the most homogeneous [19, 28].  
Figure 4‐28 shows a representative MALDI spectrum of peptide 1 with the 
internal standard.  Appendix A provides the MALDI TOFMS spectrum for each 
of the custom peptides in this study.  The spectra typically show both Na and K 
adduct peaks.  These peaks were also plotted with the (M+H)+ peak to evaluate 
differences in peptide response.  
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Figure 4-28:  MALDI TOF mass spectrum of peptide 1 (MW 988.7) and internal standard peptide 9 (MW 1055.7) in 
CHCA matrix.  Peptide response ratios are obtained by dividing the peak area of the 989.7 Da peak by the peak 
area of the 1056.8 Da peak.   
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A summary of the MALDI TOFMS data is shown in Table 4-14.  The last column 
is a sum of the area of the (M+H)+, (M+Na)+ and (M+K)+ peaks divided by the sum 
of the same species for the internal standard.  The variability (as given by the % 
coefficient of variation, % CV) is very good with an average % CV less than 5 %.    
Figure 4-29 displays the (M+H)+ response ratios of each peptide to peptide 
9 (internal standard).  Also plotted in this graph is the signal for the sodium 
cationized species.  The effect of a free amine N‐terminus on peptide 2 is clearly 
observed in Figure 4‐27.  Peptide 1 has an unmodified N‐terminus but also a free 
carboxylic acid C terminus.  The result is a significantly lower response.  It is not 
entirely understood why the acid group reduces positive ion yield but strong 
indications are that this effect is related to reactions in the opposite polarity as 
discussed in chapter 5,  sodium adducts have been reported to form through 
complexation with two oxygen atoms [29], whereas the site of protonation is the 
amino group on lysine.  With two separate mechanisms for charging peptide 2 
the fact that both the (M + H)+ and (M+Na)+ are observed, the concern is that the 
higher response of peptide 2 could be due to actual concentration difference of 
the solution.   
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Table 4-14:  Tabulated results from MALDI TOFMS experiments on peptides 1‐8.   
 
Peptide 1 MH+ MNa+ MK+ total signal
average 2.74 1.41 2.09 2.08
standard deviation 0.15 0.09 0.23 0.13
%CV 5.40 6.04 10.92 6.22
confidence interval 0.04 0.03 0.07 0.04
Peptide 2
average 5.00 3.97 3.66 4.31
standard deviation 0.34 0.20 0.22 0.20
%CV 6.85 5.13 5.96 4.73
confidence interval 0.14 0.09 0.09 0.09
Peptide 3
average 2.36 2.21 2.03 2.23
standard deviation 0.08 0.18 0.12 0.09
%CV 3.43 8.34 6.05 3.86
confidence interval 0.03 0.08 0.05 0.04
Peptide 4
average 1.25 1.75 1.58 1.53
standard deviation 0.04 0.22 0.07 0.07
%CV 3.55 12.28 4.36 4.61
confidence interval 0.02 0.09 0.03 0.03
Peptide 5
average 1.68 2.37 2.40 2.08
standard deviation 0.05 0.09 0.16 0.04
%CV 3.19 3.81 6.48 2.14
confidence interval 0.02 0.04 0.06 0.02
Peptide 6
average 1.46 1.64 1.75 1.58
standard deviation 0.03 0.05 0.09 0.03
%CV 2.11 3.13 5.29 2.07
confidence interval 0.01 0.02 0.04 0.01
Peptide 7
average 1.97 2.18 2.20 2.12
standard deviation 0.11 0.08 0.21 0.06
%CV 5.42 3.66 9.67 2.90
confidence interval 0.04 0.03 0.09 0.02
Peptide 8
average 1.67 1.76 1.70 1.72
standard deviation 0.10 0.08 0.13 0.07
%CV 5.72 4.73 7.53 3.94
confidence interval 0.02 0.02 0.03 0.02
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Figure 4-29:  Protonated and sodium cationized response ratio for each of the 
decapeptides. 
 
 
 
The most significant relationship observed between the experimental data 
and the molecular modeling studies was the effect hydrogen bonds have on the 
peptide conformation. It was observed by analyzing the intramolecular 
hydrogen bonding of each peptide that those peptides with their lysines 
participating in H‐bonds had lower MALDI response than the peptides with 
extended non hydrogen bonded lysines.  Figure 4‐30 displays this relationship 
graphically.  The response ratios of six peptides are plotted in Figure 4‐30 vs. the 
number of H‐bonds on the lysines.  The highest response came from those 
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peptides with extended lysines due to lack of H‐bonds drawing the amine closer 
to the peptide backbone.   
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Figure 4-30:  Relationship of peptide response to molecular modeling energy 
minimized hydrogen bonds on lysine.  
 
 
 
The initial hypothesis for this study was that there would be a relationship 
between the distance separating the lysine amino groups and the MALDI 
response.  Figure 4‐31 shows a plot of MALDI response versus the calculated 
distance between the amino groups (from the lowest energy conformation 
determined by molecular modeling). Note the coefficient of determination (R2) is 
0.35, meaning that 35 % of the variation is explained by the distance between the 
Lys groups.  A larger R2 value indicates a stronger relationship.  A t‐test on the 
correlation coefficient (R) concludes that the relationship is significant at the 80% 
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confidence level (the data yields an experimental t value = 1.47 as compared to a 
critical t value 1.44 with 6 DF).This is a small set of peptides; it might be that 
there is a relationship between distance that would be confirmed with a larger 
set of compounds.  It is more likely that the distance between chargable groups, 
when combined with the degree of intramolecular H‐bonding as shown in 
Figure 4‐30, is a better predictor of MALDI signal strength. 
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Figure 4-31:  Relationship of peptide response to the distance between amino 
groups on two lysine residues in a peptide.   
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Conclusions 
The LC/UV peak area data are a cause for concern, as the peptide response 
should be in better agreement with the predicted extinction coefficient. This 
brings into question whether the peptide content value of peptide 2 was 
incorrect.  The peptide content values of two of the nine were validated by 
having the sample analyzed by an outside lab, and there was excellent 
agreement between the two numbers (Genscript and QTI), however not all of the 
peptide content values were validated. These studies rely very heavily on the 
original peptide material having the labeled amount of peptide.  Extensive efforts 
were made in this project to verify and characterize the peptides using multiple 
analytical techniques LC/UV/MS, AA, C,H,N and MALDI TOFMS.   
The original hypothesis was that when two lysines were placed next to 
each other in a sequence, the response would be lower than if they are placed 
farther apart.  This hypothesis was based on the idea that electrostatic attraction 
for a proton extends a distance from the basic group, and if two lysines are too 
close to each other, that electrostatic ‘sphere of capture’ covers a smaller area 
compared to separated lysines.  Information obtained from molecular modeling 
sheds light on the proximity of the ε‐amino group of lysine.   
As studied by molecular modeling, the placement of two chargeable 
lysine groups in a largely hydrophobic peptide sequence causes the side groups 
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to extend out away from the peptide backbone.  The molecular modeling helped 
to visualize each structure in a 3‐dimensional and stable conformation that is 
predicted to exist in the gas phase.  The low energy models help to understand 
different behaviors such as MALDI response.  By visualizing the peptide in 3‐
dimensions, valuable structural information is obtained over just looking at one‐
letter code of peptides.  The amine groups on the lysines were farther apart than 
originally hypothesized as the two dimensional structures do not account for the 
changes a molecule adopts to reach a stable conformation. In some cases, 
adjacent lysines weren’t any closer in proximity than if they are placed five or 
more residues apart due to the way a longer peptide can fold and twist.   
This is a very small study with only eight custom peptides (and one 
internal standard).  There is not sufficient data using other chargeable amino 
acids and different sequences to disprove the hypothesis that separating the 
charge sites will result in higher MALDI signal.  The molecular modeling would 
also have to be more extensive and compare several different computational 
methods and force fields. 
The most interesting finding from this project is a possible link between 
intramolecular hydrogen bonding and MALDI response that will be followed up 
with further study. 
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Chapter 5: The Influence of the Acid‐Base 
Properties of Peptides and Matrices on the 
Positive‐to‐Negative Analyte Ion Ratios in 
MALDI 
 
Introduction 
 
Matrix‐assisted laser desorption ionization (MALDI) time‐of‐flight mass 
spectrometry (TOFMS) is a powerful technique often used for the structural 
analysis of peptides and proteins.  It is useful in determining the amino acid 
sequence of proteins, mainly by mass mapping experiments that analyze 
proteolytic peptide fragments [1].  The product ions resulting from post source 
decay (PSD) [2, 3] on a conventional TOFMS or by collision induced dissociation 
(CID) experiments performed on MALDI TOF/TOF instruments [4] yield MS/MS 
data that may be interpreted to determine amino acid sequence.  The high energy 
(500 – 3000 eV) fragmentation that is characteristic of this type of instrument 
leads to information rich MS/MS spectra that provide product ions not generally 
available on low energy CID instruments.  Peptide mapping data from MALDI 
TOF/TOF instruments complement that obtained from electrospray LC/MS/MS 
instruments in that usually a different subset of peptides are detected on each 
type of instrument [5, 6].  With the ability to create single charge states of high 
mass proteins, MALDI is also useful for the characterization of proteins.  MALDI 
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protein analysis is capable of determining sample purity [7, 8], the presence of 
covalent adducts and post‐translational modifications [9].  The high resolution 
(m/Δm), accurate mass capability [10] and high mass range of these instruments 
make MALDI TOFMS valuable for this type of analysis.   
A majority of the work done analyzing peptides uses the MALDI 
instrument in the positive ion mode.  However, when the laser light is incident 
on the sample in a TOFMS ion source, both positive and negative ions of the 
analyte are formed.  In positive mode, after a short time delay a positive voltage 
is pulsed onto the target plate, which directs positive ions toward the field free 
drift tube.  Any negative ions formed during the experiment are not detected, yet 
they provide useful information when studying ionization mechanisms. 
Although it is not possible to detect both ion polarities from the same laser pulse 
on the instruments used in this study, both polarities may be acquired from the 
same sample under identical conditions.  Studies by Knochenmuss on the matrix 
suppression effect suggest that the degree of matrix and analyte suppression is 
found to depend on reactions in the opposite polarity [11]. 
A prior study by Dashtiev and co‐workers in 2007 [12] reported the 
positive‐to‐negative (P/N) ion ratios of the same analytes in a similar group of 
MALDI matrices as a means of testing the theory that gas phase proton transfer 
is the major analyte ion formation process in MALDI.  Gas phase proton transfer 
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reactions are part of the two‐step model of MALDI ionization; these secondary 
reactions occur between neutral analyte molecules and protonated matrix ions 
[13].  As would be expected, the proton affinities of the analyte and matrix are 
very important in this model.  Cation and electron transfer are other types of 
secondary ionization reactions that are not under study here.    
Primary ionization is generally believed to be the result of an energy 
pooling process where neighboring photoexcited matrix molecules (in the first 
excited singlet state, S1) combine their energies to become more highly excited 
[14].  In a recent paper, Knochenmuss states that local thermal equilibrium is 
believed to be approached in the desorption plume for secondary reactions [15]. 
As described in more detail in the theory section below, this assumption allows 
the use of conventional thermodynamics to describe this MALDI ionization 
event. 
Samples in the 2007 study [12] were prepared by the dried droplet 
method, and it was concluded that the large scatter in their data complicated 
interpretation of the results.  A certain amount of variability in MALDI signal is 
associated with the dried droplet method of sample preparation.  The longer the 
drying time allowed for the sample, the larger and more heterogeneous analyte 
and matrix co‐crystals that are formed.  When these dried droplet samples are 
analyzed in the MALDI instrument, these heterogeneous samples exhibit highly 
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variable analyte signals including “sweet spots” where strong analyte signal is 
observed.  For qualitative analysis a random raster of the laser over a dried 
droplet sample will produce some shots on a good crystal and other locations 
where signal is low.  In this work ESD is employed to prepare samples with 
greatly improved signal reproducibility.  For quantitative studies in MALDI, 
electrospray deposition is effective in improving the sample homogeneity and 
therefore greatly reducing the variability [16, 17].  The improved reproducibility 
allows more subtle details of the ionization mechanisms and TOFMS instrument 
performance to be explored.  In addition to ESD [18], other methods that have 
shown improvements in analyte signal reproducibility are the fast evaporation 
[19], aerospray [20], two layer [21]  and three‐layer [22] sample preparation 
techniques. 
In this work the P/N ion ratios of three peptides in four matrices are 
determined.  The monoisotopic analyte (A + H)+ and (A – H)‐ response for acidic, 
neutral and basic peptides in positive and negative ion mode are measured when 
an acidic, neutral or basic matrix compound is used in the sample preparation.  
The experiments in this study compare positive analyte ions to negative analyte 
ions acquired under the same acquisition parameters and conditions (except 
polarity). 
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MALDI Ionization Theory 
 
The experimental values for the P/N ratios determined in this study have 
relevance in the two‐step model of MALDI ionization. This model predicts that 
gas phase proton transfer reactions are the major secondary ionization processes 
taking place in the MALDI desorption plume [14, 23].  The first step of this model 
is the rapid formation of primary matrix ions.  This step occurs within a few 
nanoseconds after the onset of the laser pulse in the dense (energy and material) 
desorption plume.  The single photon energy from a Nd:YAG laser operating at 
355 nm is 3.5 eV.  As the ionization potential of the commonly used CHCA 
matrix is ~8.5 eV, it requires three photons to cause direct photoionization [24, 
25].  This process is inefficient, and instead the two‐step model suggests that 
energy pooling occurs between two excited matrix molecules.  This primary ion 
photoionization process in MALDI is described in more detail in the paper by 
Ehring [26].  In Equation 5‐1 the absorption of a photon produces a matrix 
molecule (M) in the first excited single state (S1).   
 
                                                      *M h Mυ+ →   (5‐1) 
 
A second photon creates another excited state matrix molecule. As shown 
in Equation 5‐2, if two of these excited species come together they can 
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redistribute their energy to produce a more highly excited matrix molecule in the 
Sn state (M**), while the other is deactivated to the ground singlet state S0.  
 
  * * **  M M M+ ⎯⎯→ +M   (5‐2) 
 
These excited state pairs are made more numerous due to a process called 
exciton hopping [27].  This theory describes the mobility of excitations in the 
solid state matrix called excitons. The wavefunction overlap of an S0 and S1 
matrix molecule allows the migration of excitons in the matrix so that 
neighboring excited pairs are more probable. 
 
In Equation 5‐3, another S1 molecule (created by a third photon) pools its 
energy with a doubly excited molecule to create an ionized matrix radical.   
 
  ** *  M M M M e+ −+ ⎯⎯→ + +    (5‐3) 
 
Equation 5‐4 is one route for the formation of protonated matrix from the 
M+∙  radical created by this energy pooling process.  A proton (H+) is abstracted 
from a neutral matrix molecule forming the protonated matrix. 
   
  ( ) ( )MM M MH ++ ++ ⎯⎯→ + − H      (5‐4) 
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  In a similar manner (M – H) ‐, needed for deprotonation of the analyte ion 
in Equation 5‐8, is formed when electrons liberated in Equation 5‐3 are captured 
by neutral matrix molecules for a matrix radical anion.  This reaction is shown in 
Equation 5‐5 
 
  M e M
− −+ ⎯⎯→     (5‐5) 
 
In the final step,  ( )M H −− is formed from the intermediate M −   when hydrogen 
abstracted by a neutral matrix molecule (Equation 5‐6) 
   
  (H −− +( ) )M M M HM− ⎯+ ⎯ → +      (5‐6) 
 
There are other models proposed for primary ion formation, such as the 
cluster model involving preformed ions [28, 29], the polar fluid model [30], the 
excited state proton transfer [31] and the pneumatic assistance model [32].  The 
cluster model and Knochenmuss’ two step model are the most actively 
researched as evidenced by the number of papers appearing in the literature.  For 
this reason these two models were discussed in greater detail.  
Equations 5‐7 and 5‐8 show the secondary proton transfer reactions 
required for positive and negative analyte ion formation, respectively. In 
Equation 5‐ 7 the protonated matrix (M + H)+ interacts with a neutral analyte 
molecule A to form the protonated analyte (A + H)+ and neutral matrix molecule, 
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M. Similarly, to create a negative ion, the deprotonated matrix (M ‐ H)‐ interacts 
with a neutral analyte molecule to produce a deprotonated analyte (A ‐ H)‐ and a 
neutral matrix as shown in Equation 5‐8.  It is assumed that these protonation 
and deprotonation reactions (Equations 5‐7 and 5‐8) are the dominant secondary 
charge transfer processes observed in the MALDI plume. 
 
  ( ) ( )M H A M A H+ +⎯⎯→+ + + +←⎯   (5‐7) 
 
  ( ) ( )M H A M A H− −⎯⎯→− + + −←⎯   (5‐8) 
     
In a recent publication, Knochenmuss [33] described how thermodynamic 
principles can be employed to predict which matrix and analyte combination will 
give rise to how much signal in the positive versus negative ion mode.  The free 
energies of the reactions are calculated starting with the relationship between 
free energy and the equilibrium constant (Equations 5‐9 and 5‐10):  
   
  ( )lnG RT KΔ = −   (5‐9) 
   
 
G
RTK e
−Δ⎛ ⎞⎜ ⎟⎝ ⎠=   (5‐10) 
 
  The equilibrium constants for equations 5‐7 and 5‐8 above are inserted into 
Equation 5‐10 to produce Equations 5‐11 and 5‐12, respectively.   
227 
 
 
 
[ ]
[ ]
G
RT M A HK e
M H A
+⎛ ⎞−Δ +⎜ ⎟⎜ ⎟+ ⎝ ⎠
+
⎡ ⎤+⎣ ⎦= = ⎡ ⎤+⎣ ⎦
  (5‐11) 
 
 
[ ] ( )
( ) [ ]
G
RT
M A H
K e
M H A
− −⎛ ⎞−Δ⎜ ⎟⎜ ⎟− ⎝ ⎠
−
⎡ ⎤−⎣ ⎦= = ⎡ ⎤−⎣ ⎦
  (5‐12) 
 
In Equation 5‐13, the ΔG+ for Equation 5‐7 is equal to the gas phase 
basicity (GB) of the neutral matrix (M, product) minus the GB of the neutral 
analyte (A, reactant).  
 
  ( ) ( )G GB M GB A+Δ = −   (5‐13) 
 
To form the negative ion (Equation 5‐14), ΔG‐ for Equation 5‐8 is equal to 
GB of deprotonated analyte [(A‐H)‐, product] minus the GB deprotonated matrix 
[(M‐H)‐, reactant]. Where GB(X) is the gas phase basicity of species X, defined as 
–ΔG for the reaction, X + H+ Æ XH+ 
   
  ( ) (G GB A H GB M H )− −−Δ = − − −    (5‐14) 
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By solving Equations 5‐11 and 5‐12 for the (A+H)+ and (A‐H)‐ 
concentrations and then dividing those two equations you will arrive at 
Equation 5‐15 for calculation of the theoretical P/N. 
 
 
( )
( ) ( )
G G
RTAH MH
e
A H M H
+ −⎛ ⎞− Δ +Δ⎜ ⎟+ + ⎜ ⎟⎜ ⎟⎝ ⎠
− −
⎛ ⎞⎡ ⎤ ⎡ ⎤⎣ ⎦ ⎣ ⎦⎜ ⎟= ⎜ ⎟⎡ ⎤ ⎡ ⎤− −⎣ ⎦ ⎣ ⎦⎝ ⎠
  (5‐15) 
 
In a more recent publication, [33] Knochenmuss extended his earlier rate 
equation model for MALDI ion formation to include both chemical and physical 
dynamic aspects of the MALDI process.  Specifically, the model is extended to 
explicitly include both positive and negative ions of matrix and analyte.  If both + 
ΔG and ‐ ΔG values are reasonably negative, fast forward reactions of matrix 
with analyte quickly yield about equal amounts of positive and negative ions. It 
is found that the reverse reactions are too slow to change the positive/negative 
ratio much from 1. Only when the initial rate is slow (low ΔG), is a significant 
imbalance established and maintained resulting in a P/N ≠ 1.  Note that this 
depends on the M/A ratio as well as on the laser fluence.  The gas phase basicities 
of the matrix and analyte molecules have a central role in these reactions and in 
the final P/N when the same matrix and analyte are used in both positive and 
negative mode. 
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Experimental 
Materials 
Angiotensin I (AngI, purity >99%, peptide content 69.8%), bradykinin 
(purity 98.3 %, peptide content 87.8 %) and fibrinopeptide A (Fib A, purity > 
96%, peptide content 84.4 %), were obtained from Bachem, Inc. (Torrance CA).  
The high purity (> 99%) MALDI matrices alpha‐cyano‐4‐hydroxycinnamic acid 
(CHCA), 2, 5‐dihydroxybenzoic acid (DHB), norharmane and 6‐aza‐2‐
thiothymine (ATT) were purchased from Sigma‐Aldrich, Inc. (St. Louis, MO).  
Cesium Iodide (CsI) was also purchased from Sigma‐Aldrich.  The methanol and 
acetonitrile (ACN) solvents used were OmniSolv LC‐MS from EMD Chemicals 
(Darmstadt, Germany). 18 MΩ quality water was obtained from a Milli‐Q lab 
water purification system from Millpore (Billerica, MA).  
Table 5‐1 lists some of the properties of the analytes relevant to this study.  
Fibrinopeptide A is acidic with two aspartic acid (D) and two glutamic acid (E) 
residues and only one basic arginine (R) residue, its pI is 3.6.  AngI is a neutral 
peptide because it has a balance of acidic (D) and basic (R) residues.  Bradykinin 
has two arginine residues which give it a basic pI at 12.4.  Properties of the 
matrix molecules under study are listed in Table 5‐2, and molecular structures of 
the matrices are shown in Figure 5‐1.  
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Table 5‐1:  Properties of the peptide analytes used in this study.  
 
Peptide  Amino acid sequence  MW (Da) – 
exact mass 
Isoelectric 
point (pI)† 
Net 
charge at 
pH 7† 
Gas Phase 
Basicity 
(kJ/mol)‡ 
Peptide 
Type 
FibA  ADSGEGDFLAEGGGVR   1535.6852  3.6  ‐3  < 975  Acidic 
AngI  DRVYIHPFHL  1295.6774  7.9  0.2  < 1000  Neutral 
Bradykinin  RPPGFSPFR  1059.5613  12.4  2  > 1025  Basic 
 
† Values calculated from Innovagen Peptide Property calculator:     http://www.innovagen.com/custom‐peptide‐synthesis/peptide‐
property‐calculator/peptide‐property‐calculator.asp (accessed 02/04/2010) 
‡  Estimated GB’s obtained from Hillenkamp et al.[36] 
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Table 5‐2:  Physical and chemical properties of the MALDI matrices used in this study and the 2007 study of 
Dashtiev et al. [1] 
 
Compound Name  Abbreviation
MW exact 
mass  (Da) 
Calc. Vapor 
Pressure (mm 
Hg)1  pKa2 
Gas Phase 
Basicity 
(kJ/mol)3  Type 
alpha‐cyano‐4‐
hydroxycinnamic acid 
CHCA  189.0426  2.38 e‐7  2.5  809  acidic 
2,5‐dihydroxybenzoic acid  DHB  154.0266  2.38 e‐7  3.0  822  acidic 
6‐aza‐2‐thiothiamine  ATT  143.0153  1.42 e‐5  6.41  835  neutral
Norharmane  NORH  168.0687  5.60 e‐6  7.9  942  basic 
1,5‐Diaminonaphthalene  DAN  158.0844  5.09 e‐6  4.53  920  basic 
2‐amino‐5‐nitro‐4‐picoline*  ANP  153.0538  3.99 e‐5*  3.44  > 850  basic 
4‐nitroaniline*  4‐NA  138.0429  1.40 e‐4*  1.14  834  neutral
5‐aminoquinoline*  5‐AQ  144.0686  6.17 e‐4*  5.54  > 850  basic 
 
1. Calculated vapor pressure from www.chemspider.com (accessed 05/10/2010) 
2. Calculated values for pKa obtained from ACD pKa calculator, V 8.07 (Toronto, ON) 
3. Values obtained from Ref. 35 
4. pKa for the reaction, RNH+ ‐‐> RN + H+ 
 * Not used in the present study due to volatility 
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Figure 5-1:  Molecular structures of the MALDI matrices in this study.   
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The diagram shown in Figure 5‐2 displays the range of pKas for the MALDI 
matrices in this study.  The two acidic matrices, CHCA and DHB are dissociated 
above pH 3.  ATT is the ‘neutral’ matrix used in this study, though it could be 
considered very weakly acidic as it’s pKa is 6.4.  The two basic matrices, 1‐5 DAN 
and Norharmane are positively charged for a large portion of the pH range and 
neutral at high pH.  
 
 
 
 
Figure 5‐2:  This diagram depicts the ionization states of the different MALDI matrix compounds over the pH 
range.  The neutral matrices fall into this classification because they exist as mainly undissociated for a large part of 
the pH range. 
234
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The proton affinities and gas phase acidities shown in Table 5‐3 are 
calculated from the Gaussian program using two separate methods, DFT and 
G3MP2.  The calculations were performed by R. Knochenmuss [34].  A higher 
value for the gas phase acidity indicates that more energy is needed to separate 
the positive proton and negative anion.  CHCA, the strongest acid, requires the 
least amount of energy for this reaction.   
 
 
Table 5‐3:  Calculated proton affinity (PA) and gas‐phase acidity (GA) and 
basicity (GB) of the matrix compounds used in this study. 
       
 DFT G3MP2 
 PA GA GB(anion) PA GA GB(anion) 
NOR 990 957 1448 976 996 1389 
ATT 928 897 1377 951 918 1361 
DHB 855 824 1392 848 869 1340 
CHCA 855 826 1403 813 795 1351 
       
All values in kJ/mole     
 
 
 
Sample Preparation 
 
Peptide samples were prepared at a concentration of 0.1 mM in a 90:10 v/v 
methanol:water mixture while matrix solutions were prepared at a concentration 
of 10 mg/mL also in 90:10 v/v methanol:water .  MALDI samples were prepared 
by combining 40 uL of the peptide solution with 60 uL of the matrix solution. 
This ratio of matrix to peptide in the sample gives a matrix‐to‐analyte ratio (M/A) 
of approximately 1000 for all peptide samples.  The samples were applied to the 
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stainless steel MALDI target plate by electrospray deposition using the 
apparatus described below.   
 
Electrospray Deposition  
 
The electrospray deposition apparatus consists of a 10kV power supply 
which supplies a high voltage directly to a 7.5 cm length of stainless steel (SS) 
HPLC tubing.  The dimensions of this SS HPLC tubing are 1/16” (0.0625”) o.d. 
and 0.010” i.d.  A SS union connects the HPLC tubing to a 3‐way Hamilton valve; 
the sample is loaded at this point by syringe and then the valve is switched to 
allow a backing flow of 3 uL/min of methanol to push the sample through the 
tubing. Typically 50 uL of the sample solution was loaded into the electrospray 
deposition apparatus.  A voltage of 5.8 – 6.6 kV is applied to the ES needle which 
is held at a distance 22 mm above the grounded stainless steel MALDI target 
plate.  The sample was electrosprayed for two minutes, depositing 
approximately 60 ug of matrix compound and 300 ng of peptide onto the target 
plate.  The typical results using this apparatus (Figures 5‐3 and 5‐5) are an 
electrosprayed sample with approximately a 25 mm diameter circular spot.  
These are compared to the crystals obtained in CHCA with the dried drop 
technique (Figure 5‐4).  A schematic of the electrospray deposition apparatus is 
shown in Figure 5‐6.   
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A B
Figure 5‐3.  Micrographs of an electrospray deposited sample at: (A) 10x and(B) 
200x.  
 
 
 
 
 
A B
Figure 5‐4.  A micrograph of a dried drop sample at 60x (A) and 200x (B) 
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Figure 5‐5.  Photograph of a typical electrosprayed MALDI sample shown on an 
AB 4700 target plate.  The sample spot is typically about 25 mm diamter when 
the ES capillary is positioned 22 mm above the target plate.  Multiple acquisitions 
from fresh locations ( > 30 ) can be taken from this sample. 
 
 
 
 
Owens, K. http://esdeposition.wikispaces.com/  accessed Dec. 29, 2011 
 
Figure 5‐6.  Schematic of the Electrospray Deposition Apparatus built and used 
in this project.   
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Instrumentation  
When making these strict comparisons of a sample in the two different 
operating modes of the TOFMS (negative and positive reflector), it became 
evident that care was needed in setting of the voltages applied to the source, 
deflector, reflector, lenses and detector. All samples were run under identical 
conditions when comparing positive to negative ions of the same analyte in this 
study.  Acquisitions were made in reflector mode on an Applied Biosystems 
(Toronto, ON, Canada) 4700 MALDI TOF/TOF Mass Spectrometer controlled by 
4000 Series Explorer v3.0 software.  An instrument schematic is displayed in 
Figure 5‐7.   
Special attention was given to MS settings such as the source and detector 
voltages when collecting data in both positive and negative modes.  The detailed 
MS parameters are shown in Table 5‐4.  The primary operating mode was MS 
Reflector, with a scan range 10 – 2000 Da.  A 200Hz Nd:YAG laser operating at 
355 nm fired a total of two hundred laser shots per mass spectrum.  The laser 
intensity was in the range 2200 – 2800.  Source voltage and Grid 1 voltages were 
set to 20kV and 14.3 kV respectively.  The laser intensity was optimized for each 
matrix but held constant in both positive and negative modes for all experiments 
on that particular matrix.  X, Y lenses and deflector lenses were set to the same 
absolute values for both modes to minimize the bias for one polarity.  Reflector 
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settings for the two stage mirror were 14.0 and 20.2 kV.  The digitizer bin size 
was 0.5ns and a 500 MHz input bandwidth was used.  For comparison laser 
desorption experiments on CsI a Bruker Daltonics (Bremen, Germany) Autoflex 
III MALDI TOF MS with a 355nm Smartbeam laser was used.   
 
 
 
 
 
Figure 5-7.  Schematic of the flight path and ion optics of the AB 4700 MALDI 
TOF/TOF.   The experiments in the project used the Reflector mode and Reflector 
detector. .  Published by Applied Biosystems/MDS Sciex, P/N 4361970 Rev. A 10/ 2004. 
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Theoretical Calculations for Gas Phase Affinity 
 
GAMESS calculations were performed on an Apple Powermac G4 and G5 
desktop computers and Gaussian 03 on Beowulf cluster of Pentium IV computers 
by R. Knochenmuss [34]. 
 
Table 5-4.  Parameter settings on the AB 4700 MALDI TOF/TOF.  
 
Mode Reflector Positive MS Reflector Negative MS 
Scan Range 50-2000 Da,  50-2000 Da, 
Focus Mass 
(Delayed 
Extraction) 
1060, 1296 or 1536  1058, 1294 or 1534 
Laser shots/ 
spectrum 
200  200  
Laser Intensity 
(optimized for 
each matrix) 
2200 – 2800  2200 – 2800  
Source 1 20 kV -20 kV 
Grid 1 14.257 kV -14.257 kV 
Y1 Deflector -0.2 - 0.2 
X1 Deflector 0.08 -0.08 
Y2 Deflector 0.08 -0.08 
X2 Deflector 0.00 0.00 
Lens 1 7.5 kV -7.5 kV 
Lens 2 6.0 kV -6.0 kV 
Mirror 1 14.029 - 14.029 
Mirror 2 20.198 - 20.198 
Reflector Detector -2.1  -2.1  
X3 Deflector 0.000 0.000 
Y3 Deflector 0.160 - 0.160 
 
 
 
Results and Discussion 
 
Prior to the study of P/N ratios, a matrix to analyte (M/A) experiment was 
performed using AngII in CHCA (Figure 5‐8).  The information obtained from 
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this data indicated that samples should be prepared at M/A ratio of 
approximately 1000 or greater.  This is the linear region of MALDI response.  At 
M/A’s lower than 1000, saturation of response occurs and higher analyte amount 
does not lead to increased signal.  
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Figure 5‐8:  A matrix to analyte plot of AngII in CHCA.  Samples prepared using 
ESD.   
 
 
The P/N was calculated for each combination of peptide and matrix by 
taking replicate mass spectra from separate locations within a single 
electrosprayed sample spot.  Six replicate mass spectra were acquired in each 
polarity from each sample.  Each MALDI spectrum consisted of 200 total laser 
shots. Each acquisition was a random raster over a sample spot area 
approximately 1.5 mm2.  Electrospray deposition generally produces a very thin 
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sample layer on the target plate.  Therefore, only 5 laser shots were taken per 
50uM diameter laser spot to avoid ablating the sample down to bare metal.  
There are 5 laser shots per subspectrum, and 40 subspectra were averaged to 
create the final 200 shot MALDI spectrum. The peak area of the protonated (or 
deprotonated) monoisotopic peak of the peptide was used for quantitation as 
shown in Figure 5‐9. 
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Figure 5‐9:  MALDI TOFMS positive ion mass spectrum of Bradykinin 
displaying the use of the 12C (monoisotopic) peak of the peptide signal for 
quantitation.   
 
 
 
Positive‐to‐Negative Analyte Ion Ratios 
The 2007 study by Dashtiev et al. [12] noted that large signal variability 
was observed when using several of the MALDI matrices, and suggested one 
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possible cause of this was matrix volatility. As the surface area of the ESD 
prepared samples is extremely high, it was expected that this problem would be 
exacerbated in this work. However, in addition to the matrix volatility issue, 
several other unexpected problems arose. The choice of solvent for sample 
preparation had an effect on the observed intensity of the negative ion signal. For 
the experiments done on CsI to determine if there is a detection bias for positive 
ions, some interesting findings were observed.  The P/N value changed 
significantly depending on the sample preparation method, ESD or dried drop. 
CsI also appeared to have stability problems on the MALDI target inside the 
instrument. Each of these issues needed to be addressed before P/N 
measurements of each of the matrix‐analyte pairs could be made.  
 
Matrix Volatility Issues 
 
It was quickly discovered that three of the matrices used in the earlier 
work exhibited volatility problems. This is especially problematic when these 
high surface area ESD produced samples are subjected to the approximately 
1x10‐8 Torr vacuum in the TOFMS source. When preparing a dried droplet 
sample, multiple drops can be spotted on top of each other to build up the 
amount on the plate in order to minimize the effect of sample loss due to 
sublimation.  The dried droplet technique produces much larger crystals that 
withstand the reduced pressures longer.  Figures 5‐3 and 5‐4 compare optical 
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micrographs of dried droplet and ESD prepared samples.  With ESD, preparing a 
thicker sample is done with longer deposition times.  In this study a spray time 
of two minutes was chosen.  Spray times longer than 2 minutes would 
completely consume the sample and buildup of sample crystal on the capillary 
tip eventually leads to sputtering.  Thicker MALDI samples do not fix the 
volatility issue as the matrix still evaporates leaving behind the less volatile 
analyte.  This would change the M/A ratio and distort the quantitative results.  In 
MALDI, a stable sample is critical to obtaining reliable results.  In this study, 
several of the ESD matrices were found to sublime completely during the 60 
seconds it took for the plate to be transferred to the MALDI source; others 
exhibited rapidly decreasing analyte ion intensities the longer time they spent 
inside the instrument.  Table 5‐2 shows calculated vapor pressures for the 
matrices used in this study.  The useable cutoff appeared at approximately 2 to 3 
‐5 mm Hg, where above that (calculated) vapor pressure the matrix was found to 
be unusable in this experiment.  This problem was circumvented by selecting 
replacement matrices that had similar acid/ base properties to the highly volatile 
ones.  For example, 5‐aminoquinoline, 5‐AQ (VP = 6.2 x 10‐4 mm Hg) was 
replaced with Norharmane (VP = 5.6 x 10‐6 mm Hg) in this work.  Norharmane is 
a β‐carboline compound that was reported to have high sensitivity, resolution 
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and reproducibility in negative ion mode in a study of carbohydrates and 
proteins [35].   
 
Effect of Sample Solvent  
 
A more unexpected problem occurred on the first attempt to analyze the 
peptides in negative polarity (Figure 5‐10).  Initially, acetonitrile was the solvent 
used to dilute both the matrix compounds and peptides. 
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Figure 5‐10:  Negative ion MALDI TOF mass spectra showing ion suppression of AngI by choice of solvent.  
Peptide was prepared in CHCA matrix with the sample prepared in (A) acetonitrile and (B) methanol as the 
solvent. 
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Acetonitrile is often the solvent of choice (usually in combination with water) for 
peptide analysis by MALDI due to its lower reactivity and effectiveness as a 
peptide solvent.  Peak intensities in negative mode appeared unusually low for a 
0.1 mM concentration.   
Repeated sample preparations resulted in the same observation of low 
negative ion signal when acetonitrile was used to prepare the sample.  After a 
switch to methanol as the solvent, a significant increase in negative ion signal 
was immediately observed.  The differences in MALDI negative ion spectra 
produced by the two solvents are shown in Figure 5‐10.  Note that there are 
peaks in these spectra corresponding to the neutral loss of NH3.  It was concluded 
that acetonitrile leads to signal suppression in the negative mode ionization.  
Positive ion spectra exhibited no differences in peptide signal whether the 
samples were prepared in an acetonitrile containing solutions or a methanol 
containing solution. 
The cause for this negative ion suppression is unknown at this time.  One 
reason for suppression in the negative mode in ESI‐MS is often that there is a 
stronger acid present than the analyte and most of the negative ion signal goes to 
this stronger acid.  Weaker acids are difficult to detect due to this competition.  
This effect is observed with the use of trifluoroacetic acid (TFA) in ESI‐LC/MS. 
However, no TFA was used in the samples for this study.  Acetonitrile does not 
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have any ionizable sites under typical solution phase conditions, so it does not 
appear to be interfering with ionization by competition.  One possibility is that 
the quality of the solid sample structure produced from acetonitrile is not as 
good as from methanol, although no visible differences were observed by optical 
microscopy.  Further work in this area is planned. 
 
Instrument Response Function –Evaluating the Detection Bias for Positive Ions 
As in the original 2007 paper, CsI was utilized to investigate if there is an 
instrument bias for positive over negative ions.  This is a direct laser desorption 
experiment; no matrix is required to observe ions.  The laser energy imparted on 
the dried CsI spot is expected to desorb Cs+ and I‐ ions and clusters off the target 
plate. The spectra in Figure 5‐11 show Cs+ and I‐ as well as various combinations 
of higher mass clusters of CsI.   
The summation of the total positive or negative response for CsI must also 
include these clusters.  Dashtiev and coworkers reported a P/N of 3.5 ± 1.2 for CsI 
on a Shimadzu AXIMA MALDI instrument, however, there was no raw data 
shown to enable full analysis.  One possible reason for a positive ion preference 
is the detector setting.  Due to a constant negative bias on the microchannel plate 
detector, simply changing the polarity of the instrument source and reflector 
voltages results in higher kinetic energy positive ions hitting the detector. 
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Figure 5‐11:   Laser desorption TOF mass spectra of cesium iodide (CsI) in (A) positive ion mode and (B) negative 
ion mode.   
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The Cooks Diagram in Figure 5‐12 depicts the voltages as a function of 
distance along the flight path in a MALDI TOFMS.  Both the positive and 
negative Cooks diagrams are shown.  Since the detector’s voltage must remain at 
a negative bias, this diagram shows how in positive mode ions will experience a 
greater kinetic energy when hitting the detector.  One approach to correct for this 
bias is to reduce the voltage on the source and reflector in the positive ion mode 
so that both negative and positive ions experience equivalent electric fields.  This 
is shown by the green corrected positive ion mode trace in Figure 5‐12.   
The P/N ratio for CsI was also found to be dependent on the method used 
to prepare the samples.  It was assumed for this work that an equal number of 
cations and anions are generated from each laser shot. If the ion optics and 
detection elements of the instrument handle both cations and anions equally, a 
P/N ratio very close to one is expected.   
A P/N greater than one indicates that positive ions (cations in this case) 
are detected to a greater extent than negative ions.  To account for this bias and 
to be able to make comparisons of P/N data from different instruments, a 
correction factor can then be applied to the measured P/N ratios for the peptides.  
Dashtiev et al. [12] used a modified charge detector on a second instrument to 
avoid instrument positive ion bias.  There was no P/N for CsI reported for the 
charge detector. 
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Figure 5‐12.  A reflector TOF MS Cooks Diagram depicts the voltage at points 
along the ion flight path. It is a potential energy diagram that describes the 
electric fields an ion experiences in a MALDI TOFMS. 
 
 
 
The measured CsI P/N ratios obtained in this work are shown in Table 5‐
5.  On the primary instrument used in this study, the AB 4700, the P/N was 
found to be close to one.  The instrument settings used for this experiment were 
the same as for the peptide P/N studies.  Related experiments investigating the 
P/N values for laser desorbed CsI obtained on a Bruker Autoflex III instrument 
were found to depend on both the instrument settings, but more importantly, on 
the method of sample preparation.   
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Table 5‐5:  Positive‐to‐negative (P/N) ion ratios and their uncertainties 
(expressed as the standard deviation, SD) obtained for the direct laser desorption 
of CsI on different instruments using different instrument parameters and 
sample preparations.  
 
Instrument 
Corrected 
Voltages 
Sample 
Prep 
P/N 
ratio SD 
AB 4700 yes ESD 0.9 0.4 
Bruker Autoflex 
III no ESD 1.3 0.3 
Bruker Autoflex 
III yes ESD 1.8 0.5 
Bruker Autoflex 
III no dried drop 4.3 0.4 
Bruker Autoflex 
III yes dried drop 3.9 0.5 
 
 
 
The P/N ratio for ESD samples was found to be slightly greater than one.  
A value this close to 1 was not expected.  When the detector voltage was 
corrected so that both positive and negative ions experience the same kinetic 
energy, the measured P/N was 1.8 ± 0.5.  However, an interesting finding was 
that when the CsI sample was prepared by the dried droplet technique, P/N 
values between 3 ‐4 were obtained (similar to the values observed in the original 
work).  The reasons for this observation are not known at this time. It is possible 
this CsI sample is actually not generating equal amounts of cations and anions 
during the laser desorption process.  Large aggregates or clusters may contain an 
excess of either cation or anion and go undetected.  The dried droplet technique 
may result in the production of larger and more numerous clusters. 
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Positive‐to‐Negative Analyte Ion Ratios ‐ Results 
 
An early question was whether the experimental P/N ratios would follow 
trends that could be predicted by considering the gas phase basicities of the 
matrices and analytes. Some of the properties of the matrices and analytes are 
listed earlier in Tables 5‐1 and 5‐2.  Although these tables list several solution 
phase properties, peptide and matrix behavior in the gas phase of the MALDI 
plume are expected to be related.  The gas phase basicities were obtained from 
the work of Mirza and coworkers [36] by taking their experimental proton 
affinities, converting units and subtracting 33 kJ/mol as described by Hillenkamp 
and co‐workers [37].  Estimated peptide gas phase basicities were also obtained 
from this paper [36].   
Looking at the net charges, we would predict fibrinopeptide A to have a 
good negative ion response because it is an acidic peptide, while bradykinin is 
expected to have good positive ion response because it is a basic peptide. If the 
proton transfer reactions discussed previously (Equations 5‐7 and 5‐8) are the 
main routes of analyte ionization, the thermodynamic properties will be 
displayed in the results.  The peptide with the highest gas phase basicity 
(bradykinin) prepared in a matrix having the lowest gas phase basicity (CHCA) 
should result in the highest P/N.  Alternately, the peptide with lowest gas phase 
basicity (FibA) in the most basic matrix (NOR) should have the lowest P/N value.   
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Bradykinin P/N Data  
 
Figure 5‐13 shows the positive and negative ion spectra of bradykinin in 
CHCA.  CHCA is the most acidic matrix in this study with a solution pKa of 2.5 
and a gas phase acidity of 826 kJ/ mol. The y‐axis is the same for both spectra; 
therefore the positive ion signal is much greater for bradykinin than in the 
negative ion mode, yielding a P/N value of 10.8 for this combination.  Note also 
that this spectrum shows a large amount of sodium adduction and a peak 
corresponding to the displacement of a proton by sodium, probably on the C‐
terminal carboxylic acid.  In the bradykinin sequence the only carboxylic acid 
which could form a salt with sodium is the C‐terminus.  The peak with two Na 
represents one that is adducted to the protein and the second sodium cation is in 
an ionic bond with the carboxylic acid C terminus.  Spectra of bradykinin in DHB 
matrix are shown in Figure 5‐14.  DHB (pKa 3.0) is slightly less acidic than 
CHCA (pKa 2.5) and a lower P/N ratio is expected.  In DHB, the sodium adduct 
peaks are a lower percent of total signal than in the previous CHCA spectra.  
Either the amount of sodium in the matrix material is lower than in CHCA or the 
DHB matrix behaves differently in regards to alkali adducts.  Perhaps more of 
the sodium remains with DHB than the peptide.
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Figure 5‐13:  MALDI TOF mass spectra of the peptide bradykinin collected using CHCA as the matrix in: (A) 
positive ion mode and (B) negative ion mode. 
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Figure 5‐14:  MALDI TOF mass spectra of the peptide bradykinin collected using DHB as the matrix in (A) positive 
ion mode and (B) negative ion mode
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Figure 5‐15 shows positive and negative ion spectra of bradykinin in the 
neutral ATT matrix.  Adducts of the matrix appear at higher mass in the 
spectrum.  A peak at m/z 1014.6 is most like an impurity in the bradykinin 
peptide since there is a corresponding Na adduct peak.   
Figure 5‐16 shows positive and negative ion spectra of bradykinin in the  
basic 1,5‐DAN matrix.  The level of alkali adduction is greatly lower than in the 
four other matrices.  However, the protonated peptide was observed at lower 
resolution than usual when using this matrix.  Further study into why different 
MALDI matrices such as 1,5‐DAN would results in low mass resolution peaks 
would be insightful into the MALDI desorption/ionization process. 
The final matrix compound used for the analysis of bradykinin was 
norharmane, the most basic matrix in the study.  The positive and negative mode 
spectra are shown in Figure 5‐17.  On the same y‐axis scale, a larger signal in 
negative ion mode is clearly observed. 
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Figure 5‐15:  MALDI TOF mass spectra of the peptide bradykinin collected using neutral ATT as the matrix in (A) 
positive ion mode and (B) negative ion mode. 
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Figure 5‐16:  MALDI TOF mass spectra of the peptide bradykinin collected using 1,5‐DAN as the matrix in (A) 
positive ion mode and (B) negative ion mode. 
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Figure 5‐17:  MALDI TOF mass spectra of the peptide bradykinin in basic NOR MALDI matrix shown in (A) 
positive ion mode and (B) negative ion mode
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Data Summary for Bradykinin 
The MALDI TOFMS spectra above are displayed in matrices of increasing 
basicity with NOR being the most basic.  The P/N ratios are observe to decrease 
as the proton affinity of the matrices increase.  The relationship is best shown in a 
graphical format. The bar chart in Figure 5‐18 displays the P/N for bradykinin 
peptide in the five MALDI matrix compounds in this study.  On the x‐axis the 
matrices are placed in order of increasing basicity.  A P/N ratio of one means that 
the protonated and deprotonated peptide has equivalent response. 
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Figure 5‐18:  P/N results for bradykinin in each of the five matrices. The solid line 
indicates a P/N = 1  
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Angiotensin I P/N Data 
AngI is the neutral peptide analyte in this study.  Its P/N ratio is expected 
to be in the middle of the range when compared to P/N ratios obtained from 
bradykinin and fibrinopeptide A when all are analyzed in the same matrix.  
Figure 5‐19 displays the MALDI TOFMS spectrum of AngI in CHCA matrix.  
The response in negative mode has a low signal to noise ratio and therefore the 
spectrum appears noisy.  An interesting finding is that the neutral ammonia loss 
that is often observed with peptides is apparent only in the negative ion 
spectrum.  
AngI has two carboxylic acids (D residue + C‐terminus) in its sequence.  
Alkali cations such as sodium and potassium form salts with these carboxylic 
acids and are detectable by MALDI TOFMS.  The alkali related peaks and 
adducts are more prevalent when the method of sample preparation involves a 
quick evaporation of solvent (i.e. ESD or fast evaporation) leaving no time for 
segregation of components.  The spectra of AngI (Figure 5‐20) in DHB shows a 
variety of species related to combinations of Na and K with the acidic groups 
and also as gas phase adducts. 
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Figure 5‐19:  MALDI TOF mass spectra of the peptide AngI acquired using CHCA as the matrix in (A) positive ion 
mode and (B) negative ion mode. 
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Figure 5‐20:  MALDI TOF mass spectra of the peptide AngI collected using DHB as the matrix in (A) positive ion 
mode and (B) negative ion mode. 
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Figure 5‐21:  MALDI TOF mass spectra of the peptide AngI collected using ATT as the matrix in (A) positive ion 
mode and (B) negative ion mode.
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Figure 5‐22 shows the positive and negative ion spectra obtained for 
angiotensin I in DAN matrix.  There is a noticeable reduction in alkali related 
peaks.  Additionally, the negative ion spectrum appears of high quality in 
regards to peak shape, mass resolution and background noise.   
The final matrix compound used with AngI is NOR and its mass spectra 
are shown in Figure 5‐23. As with bradykinin, the MS response in negative mode 
is stronger for AngI than in positive mode.   The effect of the high pKa and 
proton affinity of NOR can be observed in these MALDI spectra.   
 
 
 
 
 
268
 
 
Figure 5‐22:  MALDI TOF mass spectra of the peptide angiotensin I collected using DAN as the matrix in (A) 
positive ion mode and (B) negative ion mode 
 
1200 1240 1280 1320 1360 1400
Mass (m/z)
1.6E+4
0
10
20
30
40
50
60
70
80
90
100
%
 
I
n
t
e
n
s
i
t
y
<<068_MS>> 4700 Reflector Spec #1 MC[BP = 46.0, 100000]
1
2
9
4
.
8
0
9
7
1
3
1
6
.
8
1
2
0
1
2
7
8
.
5
6
8
0
1200 1240 1280 1320 1360 1400
Mass (m/z)
1.6E+4
0
10
20
30
40
50
60
70
80
90
100
%
 
I
n
t
e
n
s
i
t
y
4700 Reflector Spec #1 MC[BP = 157.1, 100000]
1
2
9
6
.
8
6
7
2
1
3
1
8
.
8
5
0
1
 
A 
DRVYIHPFHL
(M+H)+ 
M+Na+ 
                                1296.8 
(M-2H+Na)- 
(M-H)- B 
                         1294.8 
 
269
 
 
 
 
799.0 1040.8 1282.6 1524.4 1766.2 2008.0
1.4E+4
1.4E+4
799.0 1040.8 1282.6 1524.4 1766.2 2008.0
 
 
Figure 5‐23:  MALDI TOF mass spectra of the peptide angiotensin I collected using NOR as the matrix in (A) 
positive ion mode and (B) negative ion mode
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Data Summary for Angiotensin I 
The bar chart in Figure 5‐24 displays the P/N results for AngI in the five 
MALDI matrices studied. As in the previous example for bradykinin, the ratios 
decrease as the proton affinity of the matrix increases.  In general, the P/N values 
decrease as the gas phase basicity of the matrix compound increase.  However, 
the P/N for DHB is expected to be higher and that for DAN should be smaller.  
Further studies in this area will investigate these subtleties. 
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Figure 5‐24:  P/N results for AngI in each of the five matrices. The solid line 
indicates a P/N = 1  
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Fibrinopeptide A P/N Data 
 
FibA is the acidic peptide used in this study. As observed in the following 
spectra, fibrinopeptide A undergoes extensive substitution of the exchangeable 
protons for sodium cations at each of the acidic residues.  As the matrices 
become more basic, this effect diminishes somewhat but still occurs.   
The first matrix studied was the acidic CHCA with Fib A in the positive/ 
negative spectra shown in Figure 5‐25.  Although Fib A is an acidic peptide, in 
CHCA matrix the positive signal is greater than the negative mode signal.  
Positive and negative ion spectra of FibA in DHB are shown in Figure 5‐26.  
There are peaks visible between the (M + H)+ and the (M + Na)+ peaks that are (+ 
14 Da) greater than the (M + H)+ peak.  The difference in mass of +14 usually 
indicates a methylene group (‐CH2).  In a peptide that has four acidic residues, 
this is most likely an impurity which has an amino acid substitution of an E 
residue for a D.  It is not clear why this impurity is not observed in the other 
matrices.  Higher mass peaks observed in the negative spectrum with a mass 
difference of + 317 are of unknown identity at this time. 
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Figure 5‐25:  MALDI TOF mass spectra of the peptide FibA using CHCA as matrix in (A) positive ion mode and 
(B) negative ion mode.   
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Figure 5‐26:   MALDI TOF mass spectra of the peptide fibrinopeptide A using DHB as matrix in (A) positive ion 
mode and (B) negative ion mode.   
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Figure 5‐27:  MALDI TOF mass spectra of the peptide fibrinopeptide A using ATT as matrix in (A) positive ion 
mode and (B) negative ion mode.  The high mass series of peaks is fib.A + 189 Da strongly suggests a carryover 
CHCA adduct.  The 22 Da spacing indicates the same sodium species as in the FibA peptide.  
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Figure 5‐27 displays the positive and negative mass spectra of FibA in 
neutral ATT matrix.  The + 189 series in negative mode indicates residual CHCA 
from the previous analysis may have adducted to the FibA protein.  The MW of 
CHCA is 189.1 Da. 
Figure 5‐28 shows the clean and alkali free spectra of FibA in DAN matrix.  
The peak signal is lower than many of the other peptides analyzed in this study.  
DAN shows low levels of Na and K adduct peaks across all of the peptides 
suggesting this matrix may have very little alkali contamination.  The low signal 
may simply be that a higher than usual laser setting is required for this matrix. 
Figure 5‐29 represents the most acidic peptide (FibA) in the study paired 
with the most basic matrix, Norhormane.  This is the one extreme, while the 
other is the most basic peptide (bradykinin) paired with the most acidic matrix 
(CHCA) and is shown in Figure 5‐13.  The positive and negative spectra are 
nearly identical images of each other shifted by 2 Da, corresponding to the 
observation of (M + H)+ versus (M – H)‐. 
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Figure 5‐28:   MALDI TOF mass spectra of the peptide FibA A using DAN as matrix in (A) positive ion mode and 
(B) negative ion mode.  
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Figure 5‐29:   MALDI TOF mass spectra of the peptide fibrinopeptide A using NOR as matrix in (A) positive ion 
mode and (B) negative ion mode..   
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Data Summary for Fibrinopeptide A 
Figure 5‐30 shows a bar graph summarizing the Fib A data.  Most of the 
results have P/N ratios near or < 1.0, which is in agreement with the theory that 
negative ions should be more intense the positive ion for the acidic peptide.  
Only CHCA stands out as having a higher P/N ratio.  CHCA is able to protonate 
acidic peptides to a greater extent than the deprotonation reaction assuming 
responses are equivalent. 
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Figure 5-30:  P/N results for FibA in each of the five matrices. The solid line indicates a 
P/N = 1  
 
 
 
A Discussion of Cationization and Sodium Salts in Peptide Spectra 
It was typical to observe several peaks in the negative ion spectrum 
corresponding to the displacement of carboxylic acid protons with sodium. The 
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combination of a peptide with many acidic groups and the ESD sample 
preparation process creates a spectrum with the large variety of alkali related 
peaks.  A worthwhile experiment would be to investigate if this occurs in ESI‐MS 
instrument [38].  There are a total of five carboxylic acid group on this peptide.  
In addition to the C‐terminal COOH group there are four acidic residues (Asp, 
Glu).  This sequence leads to very good response in negative mode.  The positive 
ion spectrum in CHCA shows all five of the carboxylic acids associated with 
sodium.  The sodium adduct species are labeled in the spectrum.   
Associated with sample preparation by ESD, there is generally an increase 
in analyte cationization due to the fact that there is no segregation of the sample 
components.  A sample prepared by dried droplet with a longer drying time has 
lower intensity alkali cationization peaks (Data shown in Chapter 3).  As 
mentioned in the data analysis section, only the peak area of the protonated or 
deprotonated monoisotopic peak is used for the P/N calculation.  A valid 
question is what about the portion of the analyte represented by these sodium 
cationized species and how it affects the final P/N.  Firstly, there is a distinction 
between a peptide sodium adduct peak and the peak where sodium has 
displaced a proton on one of the acidic groups.  The 1082.4 Da signal is likely a 
combination of both of these (the protonated sodium salt, [(M‐H+Na)+H]+ and 
the sodium adduct peak, (M+Na)+ .   
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Regarding the use of only the 12C peak for quantitation, in reflector mode 
at a mass resolution of 15 – 20K, the isotopes of a 1000 ‐ 1500 Da peptide are 
easily resolved.  A previous comparison of the P/N results where the full isotopic 
envelope was summed to using only the first (monoisotopic) peak peak area 
produced the same results.  For simplicity, only the first peak is used for 
quantitation.  Some of the analyte signal is also lost in neutral losses such as NH3 
and H2O.  
In a study of this nature where it is important to make quantitative 
comparisons in positive and negative mode under identical operating conditions, 
there were times when analysis is far off ideal settings for a particular analyte.  
This was particularly true at the extremes such as a strongly basic analyte 
bradykinin with the acidic matrix CHCA.  In positive ion mode the analyte 
response was near detector saturation and should have been analyzed under 
lower laser fluence, however, the settings chosen had to be sufficient to also 
observe negative ions under the same conditions.   
 
Summary of P/N Data 
The spectra of bradykinin in CHCA matrix was an example of ideal 
conditions for positive mode detection of peptide. In that sample, a basic peptide 
with a high proton affinity is paired with the most acidic matrix in the study. At 
the other extreme, Figure 5‐29 displays the spectra of fibrinopeptide A obtained 
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using the norharmane matrix.  Norharmane is the most basic matrix in this study 
with a solution pKa of 7.9 and a gas phase acidity of 957 kJ/ mol.  Here the 
negative ion signal is stronger than the positive ion signal and the measured P/N 
is 0.42.   
For the purposes of this study the adduct peaks are complicating factors 
that must be considered.  Since this is a comparison of the same sample under 
different polarities, the spectra are sampled from the same MALDI plume in 
which the gas phase environment is nearly identical.  Therefore, it may be a fair 
comparison to quantify only the protonated and deprotonated signal without 
accounting for the adduct peaks.  One important note, though peaks 
corresponding to sodium carboyxlyate salts are detected, sodium adduct peaks 
will not be detected in negative polarity.  In negative mode, the attachment of 
anions such as Cl‐ and CH3COO‐ are possible [39].  Based on this rationale, it is 
believed that the peak area of the monoisotopic (M + H)+ and (M ‐ H)‐ signal can 
be used for quantitation rather than summing all of the analyte peaks.   
The spectra in Figure 5‐27 are of FibA in ATT matrix.  There is a higher 
mass series of peaks that has the same pattern of 22 Da spaced peaks similar to 
that of the peptide. For this reason, it is a high probability that these peaks are 
the same peptide plus some adduct.  Although the identity of this higher mass 
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adduct is unknown, its mass difference of + 189 suggests a possible adduct to the 
peptide by residual CHCA that came into contact with the analyte.   
The secondary ion‐molecule reactions studied in this work are mainly 
proton transfer reactions between the analyte and matrix. These reactions 
provide for the ionization of the analyte and are of interest in this study to 
determine if Equations 5‐7 and 5‐8 approach equilibrium in the timeframe of the 
MALDI event which is probably less than 5 nsec.   This assumption allows the 
use of conventional thermodynamic relationships on these in‐plume reactions.  A 
summary of P/N for all analyte/ matrix combinations is presented in Table 5‐6 
and is displayed as a bar chart in Figure 5‐31.   
 
 
Table 5-6:  Summary of the average positive-to-negative (P/N) ion ratio and the uncertainty (expressed as the standard 
deviation, with N = 6) for each peptide - matrix combination.   
 
 CHCA  DHB  ATT  NOR  
  P/N Std Dev. P/N Std Dev. P/N Std Dev. P/N Std Dev. 
Bradykinin 10.8 0.77 3.2 0.54 2.6 0.58 0.54 0.13 
Angiotensin I 6.7 0.85 2.4 0.47 1.9 0.3 0.31 0.04 
Fibrinopeptide A 2.8 0.13 0.6 0.08 0.8 0.12 0.42 0.09 
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Figure 5-31:  A plot of the Pos/Neg ratios listed in Table 5-6.  The matrices are placed in order of increasing proton affinity 
on the x-axis.   283
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The acid/ base properties of matrix and analyte correlate well with the P/N 
results. There were no P/N values that were in disagreement with the acid/ base 
properties of the peptide and matrix.  For the analytes, the strongly basic peptide 
bradykinin had the highest positive/negative ratios while the acidic peptide 
Fibrinopeptide A generally exhibited positive/negative ratios less than one. 
Since the matrix is in the sample at a molar ratio 1000x greater than the 
analyte, one would expect the properties of the matrix to have more of an 
influence on the P/N observed.  This effect can be seen in Figure 5‐32; the same 
peptide exhibits large changes in its P/N values when the different matrices are 
used across the x‐axis.  The two acidic matrices CHCA and DHB (pKa 2.5 and 
3.0) result in P/N ratios greater than 1.  The neutral matrix ATT yielded ratios 
very close to 1 for all peptides.  The basic matrix norharmane yielded P/N ratios 
less than 1 for all analytes.  In all cases except one, the rank order of the MALDI 
P/N from high to low with a given matrix was Bradykinin (pI = 12.4), 
Angiotensin I (pI = 7.9) and Fibrinopeptide A (pI = 3.6).  
Figure 5‐32 compares the data collected by Dashtiev and coworkers [12]to 
the data collected in this study.  The ΔG values used to determine the x‐axis were 
calculated using GAMESS (G3MP2) and are presented in Table 5‐3. Note that the 
large scatter in the original results does not even hint at the decreasing trend in 
P/N ratio as the sum of the GA+GB for the matrix increases (as the character of 
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the matrix becomes more basic).  The higher precision afforded by the 
electrospray deposition allows for subtler trends to be observed than is possible 
from the original data.  
 
 
A. 
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B. 
Figure 5‐32:  Comparison of original work to current work.  Plot A displays a 
summary of the results obtained using the dried droplet sample prep. technique 
in the 2007 study [1].  The results from this study were obtained using 
electrospray sample deposition and are shown in Plot B. 
 
 
Compared to typical dried droplet samples, ESD exhibits a more even 
distribution of sample.  The dried droplet technique typically produces co‐
crystals of analyte in matrix.  The ESD sample has been characterized as an 
amorphous solid, with particles in the nm size range [40, 41].  The homogeneous 
ESD prepared sample leads to high reproducibility of the analyte signal from 
sample to sample and within a sample over repeated acquisitions. Figure 5‐32B 
also shows how the acid/base properties of each peptide/matrix combination 
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correlate well with the direction and intensity of the P/N values.  Bradykinin has 
the highest gas phase basicity (GB) at > 1025 kJ/mol and also had the highest P/N.  
AngI has a GB of < 1000 reported from the same source and Fibrinopeptide A 
with an estimated GB of < 975 had the lowest P/N values.   
 
Plotting Experimental P/N on the Predicted Bipolar Rate Equation Model Surface 
When the experimental data was plotted on a surface predicted by R. 
Knochenmuss’ new Bipolar Rate Equation model [33], the data was in agreement 
with the model’s predictions.  This is shown in Figure 5‐33. 
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Figure 5‐33: Theoretical vs. Experimental Data:  This graph  compares the 
Knochenmuss Bipolar  Rate Equation model predictions to the data collected 
here, where the blue circles, green rectangles and the red ovals represent the data 
for Bradykinin, AngI, and FibA  respectively. 
 
 
 
Analysis of a Three Peptide Mixture 
Lastly, an experiment was performed in which all three peptides in this 
study are in the same solution.  In spectra from these mixtures, it is still possible 
to observe the trend of the relative response of each peptide as shown in Figure 
5‐34.  CHCA was the matrix used in this experiment. Bradykinin has the highest 
response in positive mode, neutral angiotensin I is intermediate and acidic 
fibrinopeptide A has the lowest response.  This trend is reversed in the negative 
ion spectrum shown in Figure 5‐35.  Results such as these can explain the large 
differences in ion yields and sometimes the absence of particular peptides in 
tryptic digest peptide mapping experiments. 
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799.0 1040.8 1282.6 1524.4 1766.2 2008.0  
 
Figure 5‐34:  Positive mode reflector MALDI TOF mass spectrum of a sample 
containing equimolar concentrations (25 uM) of all three peptides in CHCA.   
 
 
 
 
 
Figure 5‐35:  Negative mode reflector MALDI TOF mass spectrum of a sample 
containing equimolar concentrations (25 uM) of all three peptides in CHCA.   
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Conclusions 
 
There are several practical implications evident from this work.  These 
results show several examples of selecting the appropriate matrix and polarity of 
analysis for an analyte based on the acid/base properties both of the matrix and 
analyte.  While a majority of MALDI work is done in positive ion mode, this 
work highlights examples of where negative ion mode would yield stronger 
signals for a particular analyte.  For peptide matrix combinations that provide 
P/N  = 1, this indicates that 50 % of the ions formed are undetected.  Acidic 
peptides with a pI in the range of (3‐5) have an excess of aspartic and glutamic 
acid residues over the basic arginine and lysine residues.  Detecting this type of 
peptide in negative mode with a basic matrix compound will often provide 
better results. For the analysis of unknowns, obtaining spectra in both positive 
and negative mode, and with both an acidic and basic matrix, can yield 
additional structural information even before detailed sequencing is 
accomplished. 
The ideal instrument for this study would have the capability to 
simultaneously detect both polarities from the same laser pulse.  This would 
remove some of the sample‐to‐sample variability.  Though some mass 
spectrometers are capable of rapid positive/negative switching during an 
acquisition, most conventional MALDI instruments require several seconds for 
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the electronics to make the polarity switch.  The next best option is to 
successively acquire MS in both modes from the same sample, as on the AB 4700 
in this study.  Careful attention was made to keep all settings the same for the 
positive and negative modes.  The ESD sample is large enough (~ 22 mm 
diameter) that each replicate acquisition is taken from an area of the sample that 
has not been fired upon previously.  The preparation of samples by ESD has 
resulted in greatly improved reproducibility compared to the earlier study.  Due 
to the small error bars, a clear trend can be seen in the data.  As the GBs of the 
matrices increase, the P/N gets smaller (Figure 5‐33b).  The P/Ns are in good 
agreement with the new bipolar rate equation model of R. Knochenmuss [33].   
The experimental constraint of acquiring all data under one set of 
conditions (both sample prep. and instrument settings) for the entire experiment 
meant that some samples were run under non‐ideal settings.  This was 
particularly true for the extremes such as a basic peptide with a strong acid 
matrix.  For example, bradykinin positive ion signal was near detector saturation 
so that negative ions of bradykinin were detectable.   
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Chapter 6:  Conclusions and Future Work 
 
Conclusions from the Thesis 
The ESI‐MS analyses of solutions of typical MALDI compositions revealed 
useful information on the charge states of the peptides at different M/A ratios. 
Particularly insightful was the role of an acidic matrix (CHCA) as a source of 
protons for the charging of the peptides in these studies.  This role was mimicked 
by substituting a common acidic modifier, formic acid, at the same concentration.   
One of the main conclusions or insights from the experiments in Chapter 2 was 
the following; as M/A increases, the [H+]/[Peptide] ratio also increases and the 
effect is the observation of higher charge states.  ESI‐MS experimental data 
agreed well with theoretical calculations using the ACD pKa calculator.  For 
example, the calculator predicts the most abundant charge state of RS to be the +4 
charge state and for it to be 52 % of total charge state distribution.  The ESI‐MS 
data had a range of 70 – 75% of the +4 charge state for RS for all of the M/A 
solutions.  The increased peptide charging (with higher M/A) was observed on 
two different Quadrupole‐based ESI instruments and in two separate 
experiments studying different test peptides.  As a note of caution, peptide 
charge state was also found to be related to instrument settings such as the 
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Fragmentor Voltage (source CID).  The Fragmentor setting was shown to alter 
the charge state in the gas phase by reducing the charge states at high voltages. 
 
Sample Preparation 
The MALDI imaging data highlight the importance of the sample 
preparation method for quantitative studies where reproducibility is required.  
The ESD samples studied exhibit large central areas of equal intensity signal for 
the peptide analyte.  With regard to sample consistency, the fast evaporation 
sample was superior to the dried droplet with larger regions of consistent 
intensity.  It has been known to MALDI practitioners that dried droplet samples 
have random sweet spots throughout the sample and the imaging data in this 
chapter confirms this.  The images obtained for the dried droplet, fast 
evaporation and ESD samples contribute to the understanding of these 
preparation techniques.  For example, with the fast evaporation method, the 
direction the liquid flows on the surface influences the morphology of the 
MALDI sample.  In a quickly evaporating sample, areas where the sample 
pooled will likely dry last and have increased thickness.  Additional 
measurements such as confocal laser microscopy would be required to confirm 
this [1].  Under the conditions of this experiment where the laser removed 
sample down to the metal plate, thicker or more densely covered areas will result 
in higher signal.  The M/A studies of both dried droplet and ESD samples 
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correlated with the traditional methods of determining signal saturation, as there 
was close agreement to a previously determined M/A plot using more 
conventional methods of quantification.   
Finally, the nine component peptide standard mixture when investigated 
by MALDI imaging revealed significant ion suppression.  Four of the eight 
peptides had (M + H)+ signals significantly lower than the more basic peptides 
bradykinin, angiotensin I, angiotensin II and renin substrate.  In the AngII‐
bradykinin model system, the two peptides do show some differences in the 
distribution throughout the dried droplet sample spot, but there is mostly a high 
degree of co‐localization of the two peptides.  These two peptides are an 
exception to the usual segregation observed in dried droplet samples.  If two or 
more analytes have similar properties, it is believed they are more likely to co‐
crystallize.  Also, higher water content leads to longer drying times.  One would 
begin to see more heterogeneity in the distribution of these two peptides.   
 
MALDI Ionization Studies of Peptides 
Nine custom peptides were designed to investigate relationships between 
amino acid sequence and MALDI signal.  Before MALDI analysis, extensive 
efforts were made in this project to verify and characterize the peptides using 
multiple analytical techniques, including LC/UV/MS, atomic absorption, and 
elemental analysis to determine peptide content. 
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The original hypothesis was that when two lysines were located next to 
each other in a sequence, the MALDI response would be lower than if they are 
located farther apart.  This hypothesis was based on the idea that electrostatic 
attraction for a proton extends only a certain distance from the basic group, and 
if two lysines are too close to each other, that the electrostatic ‘sphere of capture’ 
covers a smaller volume compared to well separated lysines.  Information 
obtained from molecular modeling sheds light the proximity of the ε‐amino 
group of lysine.   
As studied by molecular modeling, the placement of two chargeable 
lysine groups in a largely hydrophobic peptide sequence causes the side groups 
to extend out away from the peptide backbone.  The molecular modeling helped 
to visualize each structure in its stable 3‐dimensional conformation in the gas 
phase.  The low energy models help to understand different behaviors such as 
the MALDI response.  The peptide takes on a different shape than when looking 
at the structure in two dimensions or by the sequence as given by the one letter 
codes.  The amine groups on the lysines were farther apart than originally 
hypothesized as the two dimensional structure does not account for the changes 
the molecule adopts to reach a stable conformation. In some cases, adjacent 
lysines weren’t any closer in proximity than if they are placed five or more 
residues apart due to the way a longer peptide can fold and twist.   
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This is a very small study with only nine custom peptides (with one being 
used as the internal standard).  There is not sufficient data using other chargeable 
amino acids and different sequences to disprove the hypothesis that separating 
the charge sites will result in higher MALDI signal.  The molecular modeling 
would also have to be more extensive and compare several different 
computational methods and force fields.  The most interesting finding from this 
project is a possible link between intramolecular hydrogen bonding and MALDI 
response that will be followed up with further study. 
 
Positive to Negative Analyte Ion Ratios of Peptides 
The P/N project was interesting in that the results applied both to the 
everyday practical use of MALDI and provided valuable insight into the 
ionization mechanism operating in the technique.   
Several examples are demonstrated of selecting the appropriate matrix 
and polarity mode based on the acid/ base properties both of the matrix and 
analyte. While a majority of MALDI work is done in positive ion mode, this work 
highlights examples of where negative ion mode would yield stronger signals for 
a particular analyte.  For peptide matrix combinations that provide P/N = 1, this 
indicates that 50 % of the ions formed are undetected.  Acidic peptides with a pI 
in the range of (3‐5) have an excess of aspartic and glutamic acid residues over 
the basic arginine and lysine residues.  Detecting this type of peptide in negative 
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mode with a basic matrix compound will provide better results. For the analysis 
of unknowns, obtaining spectra in both positive and negative mode, and with 
both an acidic and basic matrix, can yield additional structural information even 
before detailed sequencing is accomplished. 
The ideal instrument for this study would have the capability to 
simultaneously detect both polarities from the same laser pulse.  This would 
remove some of the sample to sample variability.  Though some mass 
spectrometers are capable of rapid positive/negative switching during an 
acquisition, most conventional MALDI instruments require several seconds for 
the electronics to make the polarity switch.  The next best option is to 
successively acquire MS in both modes from the same sample, as on the AB 4700 
in this study.  Careful attention was made to keep all settings the same for the 
positive and negative modes.  The ESD sample is large enough (~ 22 mm 
diameter) that each replicate acquisition is taken from an area of the sample that 
has not been fired upon previously.  The preparation of samples by ESD has 
resulted in greatly improved reproducibility compared to an earlier study [2, 3].  
Due to the small error bars, a clear trend can be seen in the data.  The P/Ns are in 
good agreement with the new bipolar rate equation model of R. Knochenmuss 
[4]. 
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The experimental constraint of acquiring all data under one set of 
conditions (both sample prep. and instrument) for the entire experiment meant 
that some samples were run under non‐ideal settings.  This was particularly true 
for the extremes such as a basic peptide with a strong acid matrix.  For example, 
the signal for bradykinin in positive ion mode was near saturation in order for 
any negative ions of bradykinin to be detectable.   
 
Future Work 
In the process of writing up results from experiments and reviewing the 
data, there are next steps and new directions where the data naturally leads.  The 
next steps help to refine a model that is being investigated, often by testing 
additional analytes to see if the same phenomena occur.  Other times, the last set 
of experiments revealed something unexpected but interesting and the next steps 
are in a completely new direction.  This section describes several ideas for future 
work that would extend some of the concepts studied in this thesis.   
 
Chapter 2:  The Use of Electrospray Ionization Mass Spectrometry (ESI‐MS) in 
the Analysis of MALDI Samples 
 
The effect of M/A ratio on the protonation states of peptides in ESI‐MS 
was investigated in Chapter 2.  The analytes studied were the angiotensin 
peptides (I, II and III) and renin substrate in CHCA matrix in positive mode.  
Formic acid was used as a substitute matrix compound to mimic the acidic role 
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of CHCA in the samples.  The next step would be to investigate the charging 
effect of higher M/A ratios with other MALDI matrices such as sinapinic acid 
(SA) and 2,5‐dihydroxybenzoic acid (DHB) versus additional non‐MALDI matrix 
(acids) such as the trifluoroacetic acid (TFA) and acetic acid (AcOH).  It is 
important to closely match the pKas of the MALDI matrix compound with the 
substitute acid.  Acquiring data in both positive and negative ion modes data 
would also be informative.  Although multiple charging of peptides in MALDI is 
not typical, it would be informative to also study the link between higher M/A 
and charge state by MALDI. 
The goals of these future studies are: 1) to investigate how the peptide 
charge states change with increases in pKa’s of the matrix compounds, and 2) to 
compare the ESI‐MS charge state distribution when a volatile acid (TFA or 
AcOH) versus a nonvolatile MALDI matrix (DHB, SA) is used in the sample 
preparation.  These results will provide insight into the ESI ion evaporation 
mechanism and evaporation of the ESI droplet.  For example, if a non‐volatile 
MALDI matrix compound like DHB is compared to a volatile acid like AcOH, 
will higher charge states be observed with the MALDI matrix compound because 
it can’t as easily evaporate from the shrinking ESI droplet?   
Further studies suggested from chapter two are to extend the study on 
decreased charging observed with higher source CID voltages.  A nice 
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comparison would be to see the effect on different vendors (Sciex, Thermo, 
Waters) instruments, as each manufacturer uses different approaches to 
fragment and focus ions in this region before the MS skimmer.  There may be 
subtle effects from the different focusing elements on the charge states observed.  
It is also believed that increased temperatures in the source region of the MS 
should lead to lower charge states for peptides.  Some of this work is closely 
related to recently proposed ionization mechanisms [5, 6].   
 
Chapter 3: Mass Spectral Imaging of MALDI Samples 
The work presented in Chapter 3 studied different MALDI sample 
preparation techniques by visualizing peptide distribution through Mass 
Spectral Imaging (MSI).  The peptides angiotensin II and bradykinin were 
prepared in CHCA matrix using dried droplet, fast evaporation and ESD sample 
preparation techniques.  There are many other sample preparation techniques 
and experimental space within each preparation method that could be studied.  
In the very common dried droplet method, it would be valuable to use MALDI 
Imaging methods to visualize samples with a range of % water compositions.  
These studies would indicate if there is larger segregation of analytes in samples 
with higher aqueous content and the heterogeneity of matrix and analyte signal 
in higher % aqueous samples.   
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A common characteristic of ESD samples observed was a higher density of 
sample coverage in the center of the ESD spot versus the outer edges of the 
sample.  It was at first thought to be the result of a thicker MALDI sample, but 
this effect was also observed and characterized as a matter of sample coverage in 
the studies by other Owens group members [1, 7].  A quick experiment to try 
would be a timed evaporation study of an ESD sample either at ambient 
conditions or in vacuum.  It is predicted that ESD samples will evaporate first 
from the outside edge of the circular sample towards the center where the 
sample coverage is highest. 
Future MSI experiments on peptide samples should investigate peptides 
with larger differences in properties such as a polar peptide with a hydrophobic 
peptide.   
A second experiment focused on samples with a range of M/A ratios. The 
quantitative data was obtained by taking an average of the entire MALDI 
sample. A more precise peptide signal might be derived from the data by 
averaging an area within a fixed pixel area.  Attention to these data processing 
details could lead to better quantitative data from MALDI images.  This is an 
area that the MS community is frequently asking for solutions to the problem of 
quantitative MSI. 
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Additionally, it is recommended to obtain ion images of the peptide 
individually in addition to as a mixture in the samples.  M/A plots obtained from 
individually analyzed peptides are expected to have a closer match to those 
using traditional non‐imaging methods.  It would be valuable to observe the 
effect one peptide has on the location and homogeneity of a second peptide in 
the sample.   
A third imaging experiment in this chapter obtained ion images from a 
peptide standard mixture containing nine peptides.  The range of molecular 
weights and acid‐base properties varied in this sample and there were noted 
significant differences in response of the individual peptides.  In this thesis, the 
nine peptide standard was prepared using the dried droplet technique, therefore, 
a next step should be to also prepare this sample using ESD.  The peptide 
response and homogeneity could be compared between the two sample 
preparation methods. 
As MS instrumentation advances it may be possible to improve upon the 
lateral resolution of 50 um that the samples in this chapter were imaged.  A 
smaller raster step size would be able to better observe minor differences in 
peptide distribution.   
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Chapter 4: A Study of Peptide Ion Yield in MALDI as a Function of Amino 
Acid Sequence 
 
Chapter 4 investigated the MALDI TOFMS and ESI‐MS analyte ion yields 
of nine carefully designed peptides that were an extension of earlier work by 
Hensel and Owens [8].  The peptides were designed to have equivalent 
hydrophobicity using the Guo Coefficient [9].  The focus was on the basic amino 
acid residue lysine and its location in the peptide sequence.  This study has a 
large area of unexplored experimental space because it is limited by the 
availability of expensive custom peptides.  The next step would also study a 
similar set of peptides but with the more basic arginine.  Acidic peptides should 
also be investigated in negative ion mode to learn more about MALDI ionization 
of peptides.  Therefore peptides containing aspartic and glutamic acid residues 
would have to be synthesized and investigated.   
Molecular modeling was valuable in this chapter to understand the 
MALDI response of the peptides and to visualize the three‐dimensional 
configurations the peptides adopt in the gas phase.  Intramolecular hydrogen 
bonding was found to be very important to the ‘compactness’ of the peptide gas 
phase structure.  It is recommended to continue to use molecular modeling along 
with experimental data to learn more about the gas phase properties of peptides.  
A variety of computational methods and force fields are available to study 
analytes and must be explored and understood.  Most significant of all 
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recommend future work would be to see if further MALDI experiments on 
additional peptides reveal that increased intramolecular hydrogen bonding (as 
determined by molecular modeling) results in lower MALDI response due to 
lower accessibility of the ionizable sites.   
 
Chapter 5:  The Influence of the Acid‐Base Properties of Peptides and Matrices 
on the Positive‐to‐Negative Analyte Ion Ratios in MALDI 
 
The study of the positive‐to‐negative analyte ion yields had several major 
challenges that had to first be overcome before moving onto the main 
experiments of collecting positive and negative ion spectra for each matrix–
peptide combination. 
One of the challenges encountered was in working with matrices that 
exhibited good MALDI properties but were too volatile for the typical vacuum 
MALDI experiments.  When looking for matrix replacements for the volatile 4‐
nitroaniline, 2‐amino‐5‐nitro‐4‐picoline and 5‐aminoquinoline, the search 
included both compounds that have been proven as MALDI matrices as well as 
untested organic compounds.  Aside from low vapor pressure, some of the 
known criteria considered essential for a MALDI matrix are that the compound 
has a UV chromophore to absorb laser radiation, good solubility properties, and 
the ability to incorporate the analyte into a co‐crystal.  A search began with 
benzoic acid derivatives, quinolines and naphthalenes.  For basicity, usually an 
   
 
310 
 
amino functional group or a basic nitrogen on the molecule is necessary.  A few 
compounds didn’t work due to poor solubility (salicylic acid – amide 
derivatives) and others did not efficiently ionize the peptides.  The MALDI 
practitioner has a choice of many acidic MALDI matrices, however, when a 
neutral or basic matrix compound is required, the options are fewer.  A 
suggestion for future work is to continue the search for basic MALDI matrices 
either by trying existing organic compounds or through synthesis of a compound 
that behaves as desired for (basic conditions) MALDI TOFMS. 
A second challenge encountered that is a good area for future work is the 
observation of negative ion suppression by using acetonitrile as the solvent. The 
preparation of samples in a diluent containing acetonitrile led to significant 
suppression in the negative ion mode.  This was discovered by switching to 
methanol and observing a larger signal in negative ion mode.  At the present 
time, the cause of this suppression is unknown.  Future efforts toward the 
investigation of this negative ion suppression effect would be a major priority.  A 
thorough study of this suppression effect caused by a solvent could lead to a 
better understanding of the MALDI process.  
The study of positive to negative analyte ion yield can only be 
strengthened by continued experiments with additional peptides and matrices 
that would fill the complete range of acidic to basic MALDI matrices. 
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Under the miscellaneous category, additional work needs to be done 
understanding M/A response and the effect or two peptides being present in the 
sample versus one.  It is predicted that when two analytes are in a MALDI 
sample that their effects on the M/A curve are additive, and therefore, a M/A plot 
with a saturation point of 2000 obtained from a solution containing two peptides 
is expected to have a saturation point at M/A 1000 if analyzed by itself. 
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APPENDIX A: LIST OF ABBREVIATIONS 
 
 
AngI  angiotensin I 
AngII  angiotensin II 
AngIII angiotensin III 
A   analyte 
ACN  acetonitrile 
ATT  6‐aza‐2‐thiothymine  
CsI    cesium iodide 
CHCA  α-cyano-4-hydroxycinnamic acid  
CRM  Charge residue model 
CV    coefficient of variation 
CI   confidence interval 
d    distance 
Da    Daltons 
DAN  1,5-diaminonaphthalene 
DC   direct current 
DF    degrees of freedom 
DHB    2,5-dihydroxybenzoic acid  
DI  H2O   deionized water 
ESD    electrospray deposition 
ESI -MS electrospray ionization mass spectrometry 
HPLC   high pressure liquid chromatography 
FibA  fibrinopeptide A 
i.d.    inner diameter 
IEM   Ion evaporation model  
IPA    isopropyl alcohol 
IS    internal standard 
K+   potassium cation 
KE    kinetic energy 
kV  kilovolt 
L    length of flight tube 
LDI    laser desorption/ionization 
M   matrix 
m    mass 
M/A    matrix to analyte mole ratio 
m/z    mass to charge ratio 
MALDI   matrix assisted laser desorption ionization 
MCP    microchannel plate 
MeOH  methanol 
MS    mass spectrometry 
MSI   mass spectrometry imaging 
MW    molecular weight 
314 
 
Na+   sodium cation 
Nd:YAG  neodymium-doped yttrium aluminium garnet 
NORH norharmane 
pmol  picomole 
o.d.   outside diameter 
OCN    oscillating capillary nebulizer 
R2    coefficient of determination 
RS  renin substrate 
RSD   relative standard deviation 
S/N   signal to noise ratio 
SS    stainless steel 
TOF    time-of-flight  
uL  microliter 
UV/Vis   ultraviolet/ visible 
z    number of charges on an ion 
APPENDIX B:  ADDITIONAL MASS SPECTRA FROM CHAPTER 2 
 
Appendix B contains additional mass spectra from Chapter 2.  A description of 
the sample preparation can be found in Table 2‐2 on p. 46.  Instrument settings that 
were used to acquire the following spectra are described on p. 46 and p. 47 of Chapter 2.   
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Figure B-1:  ESI mass spectrum of the M/A = 500 sample 
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Figure B-2:  ESI mass spectrum of the M/A = 750 sample 
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Figure B-3:  ESI mass spectrum of the M/A = 1000 sample 
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Figure B-4:  ESI mass spectrum of the M/A = 1500 sample 
320
 m/z200 400 600 800 1000 1200
0
10000
20000
30000
40000
50000
60000
*MSD1 SPC, time=0.746:2.860 of AM121008\SIG10006.D    API-ES, Pos, Scan, Frag: 150, "ESI Pos Full Scan"
Max: 60460
 
4
4
0
.
9
 
5
2
3
.
7
 
1
9
0
.
1
 
1
7
2
.
1
 
5
2
4
.
2
 
3
4
9
.
6
 
1
3
6
.
1
 
1
1
0
.
2
 
5
8
7
.
4
 
4
4
4
.
5
 
2
1
2
.
1
 
2
7
2
.
1
 
3
7
1
.
2
 
5
1
3
.
2
 
1
3
7
.
1
 
1
9
1
.
1
 
3
8
3
.
0
 
2
6
3
.
1
 
3
5
2
.
9
 
6
0
6
.
0
AngII+2 
Figure B-5:  ESI mass spectrum of the M/A = 2000 sample 
RS+4
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APPENDIX C:  ADDITIONAL PEPTIDE STRUCTURES FROM CHAPTER 4 
 
Appendix C contains the molecular structures of the nine custom peptide 
sequences studied in Chapter 4.  These are helpful background material in 
interpreting the three‐dimensional structures shown in Figures 4‐18 to 4‐26.  
They were obtained using ChemDraw Ultra 12.0 (Cambridgesoft, Cambridge, 
MA).   
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
  
 
Figure C-1:  The ChemDraw Linear Structure of Peptide 1. 
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Figure C-2:  The ChemDraw Linear Structure of Peptide 1. 
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Figure C-3:  The Chemdraw Linear Structure of Peptide 3. 
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Figure C-4:  The Chemdraw Linear Structure of Peptide 4. 
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Figure C-5:  The Chemdraw Linear Structure of Peptide 5. 
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Figure C-6:  The Chemdraw Linear Structure of Peptide 6.. 
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Figure C-7:  The Chemdraw Linear Structure of Peptide 7. 
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Figure C-8:  The Chemdraw Linear Structure of Peptide 8. 
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Figure C-9:  The Chemdraw Linear Structure of Peptide 9. 
 
 
 
 
 
331 
 
CURRICULUM VITAE 
 
ANDREW D. MAHAN 
24 Kulp Road East, Chalfont, PA 18914 
amahan@its.jnj.com 
 
EDUCATION: 
Ph.D ‐ Analytical Chemistry (Advisor: Kevin Owens)                                        June 2003 – June 2012 
Drexel University, Philadelphia PA  
Dissertation title:  “Exploration of the Quantitative Aspects of the MALDI TOFMS Analysis of Peptides” 
Master of Science ‐ Analytical Chemistry                                Jan 2000 – June 2003  
Drexel University, Philadelphia, PA 
 
Bachelor of Science ‐ Biochemistry (Advisor: Thomas Punnett)                                  Sep 1993 – June 1997 
Temple University, Philadelphia PA  
 
PROFFESIONAL EXPERIENCE: 
 
Janssen R&D – Biologics Research Mass Spectrometry                  Aug 2012                                   
CREATe Core Analytical Technologies                  Mar 2005   
       Research Scientist (Sept. 2011) 
Sr. Associate Scientist 
J&J PRD – Drug Evaluation – Analytical Development Raritan NJ               Mar 2002  
                                   Associate Scientist 
PSGA (J&J Ortho McNeil) Titusville, NJ                     Mar 2000 
Assistant Scientist 
McNeil Consumer Products (J&J) Fort Washington, PA                 Aug 2007 
Chemist 
 
PUBLICATIONS: 
 
Masucci J., Mahan A., Kwasnoski, J., Caldwell, G.,  A Novel Method for Determination of Drug Distribution 
in Rat Brain Tissue Sections by LC/MS/MS:  Functional Tissue Microanalysis, Current Topics in Medicinal 
Chemistry, 2012, 12(11), 1243 ‐1249. 
 
Belkowski, S., Masucci, J., Mahan, A., Kervinen, J., Olson, M., de Garavilla, L., D’Andrea, M., Cleaved SLPI, 
A Novel Biomarker of Chymase Activity, Biological Chemistry Sept. 2008, 389(9), 1219 ‐ 1224 
 
Cejas, M., Kinney W., Chen C., Vinter, J., Almond H., Balss K., Maryanoff, C., Schmidt, U., Breslav, M., 
Mahan, A., Lacy, E., Maryanoff, B.,  Thrombogenic Collagen‐Mimetic Peptides: Self‐Assembly of Triple 
Helix‐Based Fibrils Driven by Hydrophobic Interactions, Proc. Natl. Acad. Sci, 2008, 105(25), 8513‐8518. 
 
Kervinen, J., Abad, M., Crysler, C., Kolpak M., Mahan, A., Masucci, J., Bayoumy, S., Cummings, M., Yao, X., 
Olson, M., deGaravilla, L., Kuo L., Deckman, I., Spurlino, J., Structural Basis for Elastolytic Substrate 
Specificity in Rodent α‐Chymases, Journal of Biological Chemistry. 2008, 283(1), 427‐436. 
 
Caldwell, G., Lang, W., Leo, G., Masucci, J., Jones, W., Mahan, A.,  Chromatography Mass Spectrometry 
Based Metabanomic Analytical Method, Frontiers and Drug Design and Discovery. 2006 (2) 193‐209. 
 
 
